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C. guilliermondii Candida guilliermondii 
C. krusei  Candida krusei 
C. lusitaniae  Candida lusitaniae 
C. parapsilosis Candida prapsilosis 
C. tropicalis  Candida tropicalis 
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FSU   Friedrich-Schiller-Universität 
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HWP1   hyphal wall protein 1 
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ITZ   Itraconazol 
L   Liter 
m   Masse 
MALDI-TOF MS Matrix-unterstützte Laserdesorption/Ionisation-Flugzeitanalyse  
   Massenspektrometrie 
MICA   Micafungin 
mL   Milliliter 
ms   Millisekunden 
ng   Nanogramm 
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NTP   Nukleotidtriphosphat 
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PCZ   Posaconazol 
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ppV   positiver prädikativer Vorhrsagewert 
R   resistent 
rRNA   ribosomale Ribonukleinsäure 
RV   Ringversuch 
S   sensibel 
SAP   sekretorische Aspartatproteinase 
SGC2   Sabouraud Gentamicin Chloramphenicol 2  
spp.   Subspezies 
tof/TOF  time off light (Flugzeit)  
u.a.   unter anderem 
VCZ   Voriconazol 
z   Ladungszahl 
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z.T.   zum Teil 
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1 Zusammenfassung 
Candida-Infektionen spielen im klinischen Alltag eine zunehmend wichtige Rolle. Sie 
verursachen nicht nur lokale Infektionen, sondern auch invasive Mykosen, die mit hohen 
Mortalitätsraten von teilweise mehr als 40 % einhergehen. Wichtigster Vertreter ist dabei 
Candida albicans (C. albicans), der rund 50 % aller Candidosen hervorruft. Andere 
humanpathogene Hefen wie Candida parapsilosis (C. parapsilosis), Candida glabrata 
(C. glabrata), Candida tropicalis (C. tropicalis), Candida krusei (C. krusei), 
Candida dubliniensis (C. dubliniensis), Candida lusitaniae (C. lusitaniae) und Candida 
guilliermondii (C. guilliermondii)  nehmen jedoch an Häufigkeit und Bedeutung zu. In der 
Therapie von Candida-Infektionen werden abhängig von der Erregeridentität und 
Resistenzlage verschiedene Substanzklassen eingesetzt. Deshalb kommt der raschen, 
zielgerichteten Diagnostik, vor allem auch bei steigenden antimykotischen Resistenzen, 
eine entscheidende Bedeutung zu.  
Ziel der Arbeit war es, chromogene Nährmedien verschiedener Hersteller bezüglich ihrer 
Fähigkeit zur Anzucht und Differenzierung häufig auftretender Erreger von Candida-
Infektionen sowie der Spezies Candida africana (C. africana) zu testen und zu 
vergleichen. Außerdem sollten die konventionellen Methoden Anzucht auf Reisagar, 
biochemische Identifikation und Anzucht auf chromogenen Nährmedien sowie die neueren 
Methoden ITS-Sequenzierung und MALDI-TOF Massenspektrometrie hinsichtlich der 
sicheren Identifizierung von Candida-Spezies verglichen werden. 
Die Untersuchungen wurden an 107 Hefepilzstämmen der Spezies Candida durchgeführt. 
Davon stammten 87 Proben aus Pilzkulturen der Klinik für Hautkrankheiten des 
Universitätsklinikums Jena, die aus Patientenmaterial isoliert worden sind. Fünf Stämme 
der Subspezies C. africana stellte Prof. Dr. med. habil. H.-J. Tietz, Leiter des Instituts für 
Pilzkrankheiten und Mikrobiologie in Berlin, zur Verfügung. Weitere 15 Stämme waren 
Referenz- und Ringversuchsstämme. Zur eindeutigen Identifizierung wurden die Hefen auf 
SGC2-Agar angezüchtet und mittels Reisagarkultivierung, API ID 32C-Testung, MALDI-
TOF MS und ITS-Sequenzierung getestet. Es konnten 101 Stämme ermittelt werden, die 
als richtig positive Proben in die Testreihe eingeschlossen wurden. Zur Ermittlung der 
optimalen Versuchsbedingungen erfolgten Vorversuche, in denen die verwendete 
Keimzahl  (Mc Farland-Trübung 1, Inoculummenge 25µL), die Ausstrichtechnik mit dem 
Verdünnungsimpfstrich und die Bebrütungstemperatur von 37 °C festgelegt wurden. 
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Die Anzucht der Candida-Stämme gelang auf BBL CHROMagar Candida, MAST ID - 
CHROMagar Candida, chromID Candida und CandiSelect 4 mit einer Sensitivität von 1, 
auf Candida-Ident-Agar mit 0,96 und auf Brilliance Candida mit 0,94. BBL CHROMagar 
Candida und MAST ID - CHROMagar Candida erlaubten nach 48/72 Stunden  die 
Differenzierung von C. krusei (Sensitivität je 1), C. tropicalis (Sensitivität 1/1 bzw. 
0,8/0,6) und C. africana (Sensitivität je 1/1). C. albicans und C. dubliniensis bildeten 
grüne bis türkise Färbungen aus und konnten nicht unterschieden werden. Auf chromID 
Candida konnte ausschließlich C. krusei nach 48/72 Stunden eindeutig bestimmt werden 
(Sensitivität je 0,8). CandiSelect 4 ermöglichte nach 72 Stunden die Identifizierung von 
C. africana (Sensitivität 0,86), C. albicans (Sensitivität 1) und C. dubliniensis (Sensitivität 
0,95) sowie nach 48/72 Stunden die Bestimmung von C. krusei (Sensitivität je 0,99). Auf 
Candida-Ident-Agar konnten C. africana nach 72 Stunden (Sensitivität 1) sowie 
C. albicans (Sensitivität 1) und C. dubliniensis nach 48 Stunden (Sensitivität 0,91) sicher 
erkannt werden. Brilliance Candida erlaubte die Differenzierung von C. albicans nach 72 
Stunden (Sensitivität 0,97) sowie von C. dubliniensis (Sensitivität 0,95/1) und C. krusei 
nach 48/72 Stunden (Sensitivität je 1/1). Die weiteren Testverfahren ergaben deutlich 
höhere Gesamtsensitivitäten für die eindeutige Identifizierung der Subspezies 
(Reisagarkultivierung, API ID 32C-Testung und MALDI-TOF MS: 0,89, ITS-
Sequenzierung: 0,93). Eine Bestimmung von C. africana war ausschließlich mit Hilfe der 
Reisagarkultivierung, API ID 32C-Testung (visuelle Ablesung) und der Testung auf den 
chromogenen Nährmedien BBL CHROMagar Candida, MAST ID - CHROMagar 
Candida, CandiSelect 4 und Candida-Ident-Agar möglich. 
Chromogene Medien eignen sich sehr gut zur Anzucht und Identifizierung von Candida-
Spezies. Einige Subspezies können bereits mittels der charakteristischen Färbung eindeutig 
differenziert werden. Im Vergleich der chromogenen Nährmedien erwies sich CandiSelect 
4 als aussagekräftigster Test. Den geringsten Informationsgewinn bot chromID Candida. 
Vorteile chromogener Nährmedien gegenüber anderer Testverfahren sind die Nutzung als 
Kultivierungsmedium und die Detektion von Mischkulturen. Zur weiteren Bestimmung 
eignen sich die Reisagarkultivierung und API ID 32C-Testung. Die ITS-Sequenzierung 
und MALDI-TOF MS sind schnellere, aber preisintensivere Methoden, die vor allem in der 
Diagnostik systemischer Candida-Infektionen, die eines raschen Therapiebeginns 
bedürfen, zur Anwendung kommen sollten. 
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2 Einleitung 
2.1 Taxonomie und morphologische Eigenschaften von Candida-Spezies 
Pilze gehören, wie Tier- und Pflanzenzellen, zu den Eukaryonten und zeichnen sich durch 
das Vorhandensein eines Zellkerns aus. Sie werden in Eumyceten (echte Pilze), 
Oomyceten (Scheinpilze) und Myxomyceten (Schleimpilze) unterteilt, wobei die beiden 
letzteren eher mit Algen bzw. Amöben verwandt sind (Kothe 2007). Humanpathogene 
Pilze finden sich in der Gruppe der echten Pilze und lassen sich den Ascomyzeten 
(Schlauchpilze), Basidiomyceten (Ständerpilze) und Zygomyceten (Jochpilze) zuordnen 
(Guarro et al. 1999). Weiterhin können echte Pilze anhand der Art ihrer Fortpflanzung 
unterschieden werden. Dabei werden Pilze in ihrer sexuellen, telemorphen Form als Fungi 
perfecti und Pilze in ihrer asexuellen, anamorphen Form als Fungi imperfecti oder auch 
Deuteromyceten bezeichnet (Hof und Dörries 2009). Einige Pilze können beide Formen 
annehmen (Kurtzmann et al. 1999). Die Gattung Candida zählt zu den Ascomyzeten und 
umfasst laut Kurtzmann et al. (1999) 163 anamorphe Subspezies, die in mindestens 13 
Fällen telemorphe Formen bilden können. Anamorphe und Telemorphe derselben 
Subspezies haben z.T. verschiedene Namen, wie z.B. Candida krusei (Anamorphe) und 
Issatchenkia orientalis (Telemorphe).  
In der Medizin erfolgt die Einteilung der Pilze nach einem anderen System, dem DHS-
System. Dieses unterscheidet zwischen Dermatophyten, Hefe- und Schimmelpilzen (Rieth 
1967). Candida-Subspezies (Candida spp.) werden zur Gruppe der Hefen gezählt, die 
aufgrund ihrer morphologischen Eigenschaften auch als Sprosspilze bezeichnet werden 
(Nenoff 2010). 
Sprosspilze bestehen aus einzelnen ovalen Zellen, den Blastosporen, die sich durch 
Abschnürung einer Tochterzelle von der Mutterzelle vermehren (Nenoff 2010). Trennt sich 
die Tochterzelle nicht von der Mutterzelle und zeigt ein längliches, gestrecktes Wachstum, 
entsteht sogenanntes Pseudomycel (Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990). Die 
Subspezies C. albicans und C. dubliniensis bilden unter nährstoffarmen Bedingungen 
außerdem asexuelle Pilzsporen, die Chlamydosporen, aus. Diese dienen vor allem dem 
Überleben, weniger der Verbreitung des Organismus (Dörfelt und Jetschke 2001). Die 
morphologischen Eigenschaften können mikroskopisch sichtbar gemacht werden und 
liefern wertvolle Hinweise für die Artbestimmung. 
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2.2 Epidemiologie, Pathogenese und Virulenz von Candida-Spezies 
Bis heute sind mehr als 200 Candida-Arten bekannt, die weit verbreitet in der Umwelt 
vorkommen (Hof und Dörries 2009). Obwohl davon nur wenige als Krankheitserreger von 
Bedeutung sind (Ruhnke et al. 2011), machen Candida-Spezies den größten Teil der von 
Hefen verursachten Infektionen aus (Christ et al. 1996). Wichtigster Vertreter ist dabei 
C. albicans (Abi-Said et al. 1997, Lagrou et al. 2007), der rund 50 % aller Candidosen 
hervorruft (Quindós 2014). Andere humanpathogene Hefen wie C. parapsilosis, 
C. glabrata, C. tropicalis, C. krusei, C. dubliniensis, C. lusitaniae und C. guilliermondii 
nehmen jedoch an Häufigkeit und Bedeutung zu (Abi-Said et al. 1997, Pfaller et al. 2011, 
Quindós 2014, Ruhnke 2006, Wingard 1995). Insgesamt ist ein Anstieg von 
Pilzinfektionen im Allgemeinen und speziell von Candida-Infektionen in den letzten 
Jahrzehnten zu beobachten (Wingard 1995, Martin et al. 2003). 
Hefen der Gattung Candida gehören zu den opportunistischen Krankheitserregern. Sie 
besiedeln bei 25 – 50  % aller gesunden Menschen die Schleimhäute und sind als primär 
nicht pathogene Keime vor allem im Nasen-Rachen-Raum, dem Verdauungstrakt und dem 
äußeren Genitale zu finden (Ruhnke et al. 2011, Seeliger und Heymer 1981, Taschdjian et 
al. 1970). Unter bestimmten Bedingungen kommt es zu einem Übertritt des Erregers in ein 
parasitäres, pathogenes Stadium mit starker Vermehrung der Zellzahl und Ausbildung von 
Candida-Plaques, von wo aus ein Eindringen in die Blutbahn erfolgen kann (Rupec und 
Korting 2003, Seeliger und Heymer 1981). Entscheidend für das Entstehen einer Infektion 
sind prädisponierende Faktoren und der Immunstatus des Patienten sowie Virulenzfaktoren 
der Hefe (Nenoff 2010, Rupec und Korting 2003).  
Ein wesentlicher Risikofaktor ist die antibiotische Langzeittherapie oder Therapie mit 
Breitspektrumantibiotika und nachfolgender Reduktion oder Beseitigung der 
physiologischen Bakterienflora (Al-Rawahi und Roscoe 2013, Patolia et al. 2013, Smith 
1973). Von großer Bedeutung ist auch die mechanische Verletzung körpereigener 
Barrieren wie z.B. der Haut oder der Darmschleimhaut durch Traumata, venöse 
Katheterisierung, Verbrennungen oder chirurgische Eingriffe (Al-Rawahi und Roscoe 
2014, Nenoff 2010, Smith 1973). Opportunistische oder exogene Erreger sind dann in der 
Lage, diese Barriere zu überwinden und ins Gewebe oder den Blutkreislauf einzudringen. 
Insbesondere die Abdominalchirurgie ist ein prädisponierender Faktor für die Entstehung 
von Candida-Mykosen (Al-Rawahi und Roscoe 2013, Calandra et al. 1989, Giamarellou 
und Antoniadou 1996, Maertens et al. 2001). Venöse Katheter bergen, genau wie andere 
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bioprothetische Devices, ein zusätzliches Infektionspotenzial. Sie dienen Candida-Spezies 
als Substrat zur Ausbildung eines Biofilms, der die Erreger gegen diverse Antimykotika 
unempfindlicher macht (Al-Fattani und Douglas 2004, Ramage et al. 2012). Weitere 
Risikofaktoren sind Diabetes mellitus, schlechte Körperhygiene, heißes und feuchtes 
Klima, sowie das Tragen von Windeln und Zahnprothesen (Hof und Dörries 2009, Rupec 
und Korting 2003, Smith 1973). Auch hormonelle Einflüsse spielen vor allem für die 
Entstehung von Vulvovaginalcandidosen eine Rolle. Aufgrund eines Östrogenüberschusses 
z.B. infolge einer oralen Kontrazeption oder Schwangerschaft kann es zur starken 
Vermehrung von Candida-Hefen kommen (Mendling 2015, Seeliger und Heymer 1981, 
Traidl-Hoffmann et al. 2010). Außerdem stellt die Kolonisation der Schleimhaut per se 
einen der wichtigsten Risikofaktoren für die Entstehung von lokalen Infektionen und von 
Candidämien dar (Manzoni et al. 2006, Patolia et al. 2013, Tortorano et al. 2004). 
Patienten einer Intensivstation sind im Allgemeinen besonders gefährdet, an einer 
invasiven Candidose zu erkranken (Maertens et al. 2001). Von großer Bedeutung sind 
dabei eine Verlängerung der Verweildauer auf der Intensivstation, Nierenversagen, 
Hämodialyse, Therapie mit Breitspektrumantibiotika, Diabetes mellitus, Vorhandensein 
eines Zentralvenösen Katheters, totale parenterale Ernährung, immunsuppressive Therapie 
einschließlich Chemotherapie, akute Pancreatitis, eine Candida-Kolonisation in mehreren 
Körperregionen, Chirurgie und Transplantation (Blumberg et al. 2001, Ostrosky-Zeichner 
und Pappas 2006, Saiman et al. 2000). 
Ein intaktes Immunsystem spielt für die Verhinderung einer Mykose eine entscheidende 
Rolle. Bei der Abwehr von Pilzen sind neutrophile Granulozyten, die Candida-Spezies mit 
Hilfe sogenannter Neutrophil Extracellular Traps (NETs, dt.: neutrophile, extrazelluläre 
Fallen) unschädlich machen und abtöten, von großer Bedeutung (Byrd et al. 2013, 
Cockayne und Odds 1984, Urban et al. 2006, Urban et al. 2009). Aber auch                         
T-Lymphozyten verhindern die Ausbreitung der Candida-Spezies im menschlichen 
Körper, indem sie als T-Helferzellen vom Typ 1 über Zytokine Makrophagen aktivieren, 
die die Pilzzellen phagozytieren (Farah et al. 2002, Romani 2011). Eine qualitative oder 
quantitative Beeinträchtigung der neutrophilen Granulozyten und/oder T-Lymphozyten hat 
deshalb häufig eine oberflächliche oder systemische Candidose zur Folge (Hof und Dörries 
2009, Rubpec und Korting 2003). Ausgeprägte Neutropenien oder langanhaltende 
neutropenische Phasen entstehen z.B. infolge maligner hämatologischer Erkrankungen und 
damit verbundener Chemotherapien (Al-Rawahi et al. 2013, Maertens et al. 2001, Smith 
1973). Die zelluläre Immunität kann aufgrund einer Zytostatikatherapie, 
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immunsuppressiven Therapie, Transplantation oder HIV-Infektion supprimiert sein        
(Al-Rawahi et al. 2013, Maertens et al. 2001, Smith 1973).  
Nicht zuletzt ist das Entstehen einer Candida-Infektion vom Zusammenwirken 
verschiedener Virulenzfaktoren des Erregers abhängig (Naglik et al. 2004, Schaller 2005). 
Dabei spielen Faktoren zur Adhärenz, Gewebepenetration und -Persistenz eine Rolle 
(Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990). Das Adhärenzvermögen von Candida-Arten 
an Epithelien ist ein wesentlicher Bestandteil für das Entstehen einer Infektion (Cannon et 
al. 1995, Silva et al. 2012, Yang 2003). Es wird vor allem über Zellwandbestandteile, wie 
Mannane und Mannanadhesine, vermittelt (Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990, 
Vázquez-González et al. 2013). Neben diesen Mannoproteinen ermöglichen auch 
Fimbrien, Integrine und andere Glykoproteine die Bindung an Epithelien und 
extrazelluläre Matrix (Borg-von Zepelin und Monod 2003, Cannon et al. 1995, Lopez et al. 
2014). Zusätzlich erfolgt ein Gestaltwechsel von Hefe- zu Hyphenform, der als 
Dimorphismus bezeichnet wird und durch Umgebungsbedingungen angeregt wird (Cannon 
et al. 1995, Whiteway und Oberholzer 2004, Vázquez-González et al. 2013). Während der 
Hyphenbildung werden HWP1 (hyphal wall protein 1)- und ALS (agglutinin-like 
sequence)-Proteine exprimiert, die die Adhärenz zusätzlich fördern (Borg-von Zepelin und 
Monod 2003). Außerdem spielt die Hyphenform für die Überwindung epithelialer 
Barrieren eine wichtige Rolle (Jayatilake et al. 2006, Silva et al. 2012). Für die 
Gewebsinvasion sind aber vor allem der Thigmotropismus, das heißt die Fähigkeit 
interzelluläre Verbindungen von Schleimhautepithelien zu erkennen und gezielt zu 
penetrieren, sowie die Sekretion hydrolytischer Enzyme wie Lipasen, Phospholipasen, 
Hämolysine und Proteinasen von Bedeutung (Kantarcioǧlu und Yücel 2002, Schaller 2005, 
Silva et al. 2012, Vázquez-González et al. 2013). Der Sekretion hydrolytischer Enzyme, 
insbesondere der Aspartatproteinase, wird unter allen Virulenzfaktoren eine zentrale Rolle 
zugeschrieben (Borg-von Zepelin und Monod 2003, Naglik 2004, Naglik et al. 2008). Für 
die Spezies Candida sind zehn sekretorische Aspartatproteinasen (SAP1-10) bekannt, die 
jeweils von verschiedenen Genen codiert werden (Schaller 2005). Dabei sind SAP1-3 vor 
allem für lokale und SAP4-6 für systemische Infektionen von Bedeutung (Jayatilake et al. 
2006, Schaller 2005). Naglik et al. (2003) konnten außerdem feststellen, dass die 
Expression der SAP-Gene auch mit anderen Virulenzeigenschaften wie Hyphenbildung, 
Adhäsion und phänotypischem Switching assoziiert sind. Das Überleben der Hefe im 
Gewebe wird durch phänotypisches Switching und molekulares Mimicry gesichert (Hof 
und Dörries 2009, Luo et al. 2013). Als phänotypisches Switching wird die Tatsache 
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bezeichnet, dass Candida-Kolonien reversibel zwischen zwei morphologischen Formen 
mit verschiedenem Genexpressionsmustern wechseln können (Soll 2003). Damit 
verbunden sind unterschiedliche Adhärenzeigenschaften, Antigenexpression, Enzym- und 
Toxinproduktion, Gewebeaffinität sowie Resistenzmechanismen (Soll 2003, Vázquez-
González et al. 2013). Zusätzlich sind Candida-Spezies dazu in der Lage, Zelloberflächen-
rezeptoren zu exprimieren, die C3b-Moleküle des Komplementsystems binden (Borg-von 
Zepelin und Monod 2003). Durch die Vernetzung opsonierter und nicht opsonierter 
Blastosporen entstehen Aggregate, die die Hefen vor Phagozytierung schützen (Mishra et 
al. 2007). Außerdem können Candida-Spezies durch Bildung von Prostaglandinen, die die 
Lymphozytenproliferation hemmen, scheinbar direkt in die zelluläre Immunantwort 
eingreifen (Alem und Douglas 2005, Erb-Downward und Noverr 2007).  
C. albicans weist das größte Spektrum an Virulenzfaktoren auf (Odds 1987). Insgesamt ist 
eine höhere Pathogenität zu beobachten als bei Non-albicans-Candida-Spezies (Jayatilake 
et al. 2006). Arendrup et al. (2002) stellten ebenfalls große Unterschiede in der 
Pathogenität verschiedener Candida-Spezies fest und klassifizierten diese in drei Gruppen 
mit absteigender Pathogenität: I: C. albicans und C. tropicalis, II: C. glabrata, 
C. lusitaniae und Candida kefyr sowie III: C. parapsilosis, C. krusei und C. guilliermondii.   
2.3 Klinik von Candida-Infektionen 
Da Candida-Spezies opportunistische Krankheitserreger sind, erfolgt eine Infektion meist 
endogen ausgehend von der lokalen Schleimhautflora. In seltenen Fällen kann es aber auch 
zur einer exogenen Infektion, z.B. durch Mensch-zu-Mensch-Übertragung, kommen 
(Nenoff 2010, Rupec und Korting 2003, Seeliger und Heymer 1981). Bei intaktem 
Immunsystem treten Candidosen für gewöhnlich ausschließlich lokal begrenzt auf Haut 
und Schleimhäuten auf. Kommt es zu einer Beeinträchtigung der körpereigenen Abwehr, 
kann sich die Infektion ausbreiten und Candidämien, metastatische Abszesse und 
Streuherde verursachen (Taschdijan et al. 1970).  
2.3.1 Cutane und Mucocutane Candidosen 
Die Cutane Candidose manifestiert sich als Candidosis intertriginosa in großen Hautfalten 
wie der Leiste, Rima ani, Submammär- und Bauchfalte sowie als Candidosis interdigitalis 
in den Zehen- und Fingerzwischenräumen, als erythematöse, erosive und schuppende 
Läsionen, die mazerieren können (Seebacher et al. 2006, Nenoff 2010, Vázquez-González 
et al. 2013). Auf der freien Haut zeigt sie sich in Form erythematöser, meist nässender 
Erosion mit halskrausenartiger Schuppung (Nenoff 2010, Rupec und Korting 2003, 
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Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990). Als Sonderform der kutanen Candidose finden 
sich bei der Windeldermatitis erosive, mazerierte Läsionen sowie weißliche Beläge und 
Schuppung (Nenoff 2010). Sie entsteht, indem Candida-Spezies mit dem Stuhl auf die 
Haut gelangen und sich im feucht-warmen Milieu unter der Windel vermehren (Seebacher 
2006, Traidl-Hoffmann et al. 2010). Auch der Befall des Nagelfalzes (Paronychie) und 
nachfolgend des Nagelorgans (Onychomykose) ist möglich und zeichnet sich durch eine 
Druckdolenz und ödematös aufgetriebener Rötung des proximalen und lateralen 
Nagelfalzes aus. Bei Fortbestehen der Entzündung kann es zur Schädigung der 
Nagelmatrix mit strukturellen Nagelveränderungen kommen (Seebacher et al. 2007, Rupec 
und Korting 2003, Vázquez-González et al. 2013). Häufigster Erreger cutaner Candidosen 
ist C. albicans, gefolgt von C. guilliermondii, C. glabrata und C. krusei (Nenoff 2010). 
Eine Oropharyngeale Candidose kann nur bei gleichzeitigem Auftreten einer Candida-
Besiedlung der Mundschleimhaut und prädisponierenden Faktoren, wie einer chronischen 
Reizung durch Zahnprothesen oder einer Störung des Immunsystems, auftreten (Reinel et 
al. 2008, Rupec und Korting 2003). Die akute pseudomembranöse Candidose, auch Soor 
genannt, zeichnet sich durch weißliche, abwischbare Beläge auf einer hochroten, leicht 
blutenden Schleimhaut auf Wangen, Zunge und Gaumen aus (Reinel et al. 2008, Vázquez-
González et al. 2013). Die akute und, bei ausbleibender Behandlung, chronisch atrophische 
Candidose fällt durch gerötete, schmerzhafte Mucosabereiche auf. Sie wird auch als 
Prothesen-Stomatitis bezeichnet und kommt vor allem bei älteren Menschen mit Diabetes 
mellitus vor (Reinel et al. 2008, Rupec und Korting 2003). Die chronisch hyperplastische 
Candidose geht mit einem Eindringen der Hefen in tiefere Schleimhautschichten einher 
und imponiert als weiße, nicht wegwischbare Beläge (Candida-Leukoplakie) (Nenoff 
2010, Reinel et al. 2008, Rupec und Korting 2003). Weitere Formen sind die Perlèche 
(Angulus infectiosus) des Mundwinkels und die seltene Candida-Cheilitis (Nenoff 2010, 
Reinel et al. 2008). Wichtigster Erreger ist ebenfalls C. albicans (Reinel et al. 2008). 
Neben anderen Non-albicans-Candida-Spezies konnte bei HIV-Infizierten auch 
C. dubliniensis isoliert werden (Coleman et al. 1997, Reinel et al. 2008, Sullivan et al. 
1999). 
Die Chronische mucocutane Candidose tritt in seltenen Fällen bei immunsupprimierten 
Patienten auf. Ausgehend von einer Candida-Stomatitis, z.T. mit Soorbelägen, kommt es 
zu einer Infektion der Haut und Nägel (Nenoff 2009, Seebacher et al. 2006). Häufigster 
Erreger ist C. albicans (Seebacher et al. 2006). 
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Genitale Candidosen manifestieren sich bei der Frau als Vulvovaginalcandidose und beim 
Mann als Balanitis oder Balanoposthitis. Symptome der Frau sind Juckreiz und Brennen, 
Rötung und gegebenenfalls Schwellung des Introitus vaginae sowie ein weißer, krümeliger 
Fluor (Mendling 2015, Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990, Traidl-Hoffmann et al. 
2010). C. albicans verursacht den größten Teil aller vulvovaginalen Infektionen, gefolgt 
von C. glabrata, C. krusei, C. tropicalis und anderen Candida-Spezies (Mendling und 
Seebacher 2003). Auch die 2001 von Tietz et al. erstmals beschriebene Spezies C. africana 
wird als Erreger von Vulvovaginalcandidosen angesehen (Gumral et al. 2011, Romeo und 
Griseo 2010). Beim Mann kommt es zu einer Entzündung der Glans penis, des Sulcus 
coronarius, des inneren Präputialblattes, der Urethra und gelegentlich der Samenwege 
(Seebacher et al. 2006). Klinisch zeigen sich eine leichte Rötung, Schwellung und 
Juckreiz, Papeln mit weißlichen Belägen sowie Ulzerationen bei der erosiven Form. 
(Nenoff 2010, Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990). Typische Erreger sind 
C. albicans, C. parapsilosis und C. glabrata (Nenoff et al. 2010). 
2.3.2 Invasive Candidosen 
Invasive Candidosen zählen zu den am häufigsten auftretenden potenziell 
lebensbedrohlichen Pilzerkrankung, vor allem auf Intensivstationen, mit Mortalitätsraten 
von 19 bis 61  % (Gudlaugson et al. 2003, Morgan et al. 2005, Pfaller et al. 2014, 
Tortorano et al. 2004, Wisplinghoff et al. 2004). Invasive Candidosen manifestieren sich 
als isolierte Candidämien oder isolierter bzw. disseminierter Organbefall mit oder ohne 
Candidämie. Klinisch können sich invasive Candidosen durch Fieber, sepsisähnliche 
Symptome und allgemeine Infektionszeichen mit Mikroabszessen oder Infarkten 
verschiedener Organe präsentieren (Ruhnke et al. 2011, Seeliger und Heymer 1981). Das 
Erregerspektrum umfasst C. albicans, C. parapsilosis, C. glabrata, C. tropicalis und 
andere Non-albicans-Candida-Spezies, wobei C. albicans mit rund 55  % aller invasiven 
Candidosen nach wie vor an erster und C. glabrata, C. parapsilosis und C. tropicalis 
länderabhängig an zweiter Stelle stehen (Almirante et al. 2006, Arendrup et al. 2005, des 
Champs-Bro et al. 2011, Gudlaugson et al. 2003,  Pinho Resende et al. 2002, Ruhnke et al. 
2011, Tortorano et al. 2004). Die Candida-Spezies unterscheiden sich in Mortalitätsraten 
und Manifestationsformen. Die höchste Mortalität zeigt sich bei Infektionen mit 
C. tropicalis und C. glabrata mit mehr als 40  %, die niedrigste bei C. parapsilosis mit bis 
zu 26 % (Tortorano et al. 2004). Typische Manifestationsformen der verschiedenen 
Subspezies sind in Tabelle 2.1 dargestellt.  Es fällt auf, dass C.-glabrata-Infektionen 
vermehrt bei älteren Patienten mit soliden Tumoren, C.-parapsilosis-Infektionen hingegen 
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vor allem bei jüngeren und frisch operierten Patienten zu finden sind (Pfaller et al. 2014, 
Tortorano et al. 2001). Vor allem auf neonatalen Intensivstationen ist C. parapsilosis als 
Erreger invasiver Pilzinfektionen immer häufiger zu finden (Baptista et al. 2014, Oeser et 
al. 2014, Pfaller et al. 2014). 
Candida spp. Klinische Manifestation 
C. albicans - Mucocutane Candidosen: Oropharyngeale Candidose, Ösophagitis,     
   Vulvovaginitis, Candida-Balanitis 
- Cutane Candidosen 
- Invasive Candidosen: Candidämie, Meningitis, Infektionen von Leber und  
   Milz, Pyelonepritis, Peritonitis, Pancreatitis 
C. parapsilosis - Candidämie, tiefe Infektionen assoziiert mit implantierten Devices  
  (Endokarditis, Peritonitis nach Peritonealdialyse, Endophthalmitis nach  
  Linsentransplantat, septische Arthritis), Infektionen durch kontaminierte  
  Lösungen 
C. tropicalis - Candidämie und septische Candidose bei immunsupprimierten Patienten 
C. glabrata - Mucocutane Candidosen: Soor bei AIDS-Patienten 
- Systemische Candidosen, Candidämie (v.a. bei soliden Tumoren unter  
   Polychemotherapie), Infektion des Harntrakts 
C. krusei - Candidämie, Endophthalmitis, Diarrhö Neugeborener 
C. dubliniensis - Oropharyngeale Infektionen bei HIV-Patienten 
C. guilliermondii - Systemische Candidose. Endocarditis bei i.v.-Drogenabhängigen 
Tabelle 2.1 Klinische Manifestationen von Candida-Spezies (Eggimann et al. 2003, Hof und 
Dörries 2009) 
Candidämien ohne Organbeteiligung sind die häufigste Manifestationsform invasiver 
Candidosen (Glöckner 2010, Ruhnke et al. 2011). Klinisch findet sich typischerweise 
Fieber (Ruhnke et al. 2011). Candidämien können in eine schwere Sepsis oder septischen 
Schock übergehen und zeigen hohe Mortalitätsraten (Wisplinghoff et al. 2006).   
Durch Organbefall rufen invasive Candidosen, in Abhängigkeit vom betroffenen Organ 
und dem Ausmaß der Schädigung, vielfältige klinische Bilder hervor. Betroffen sein 
können das zentrale Nervensystem (Meningoencephalitis, Ventrikulitis), das Auge 
(Endophthalmitis, Chorioretinitis, Keratitis), das Herz (Pericarditis, Endocarditis), das 
Atmungssystem (Pneumonie, Larynx-Candidose), das Peritoneum (Peritonitis), der 
Bewegungsapparat (Osteomyelitis, Arthritis), der Urogenitaltrakt (Zystitis, Pyelitis, 
Nierenabszesse) sowie Leber und Milz (hepatosplenische Candidose) (Ruhnke et al. 2011, 
Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990, Seeliger und Heymer 1981).  
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2.4 Diagnostik von Candida-Infektionen 
Der Nachweis von Sprosspilzen der Gattung Candida ist mit Hilfe verschiedener 
Methoden möglich. Zum Nachweis einer Infektion wird Untersuchungsmaterial aus 
Abstrichen von Haut und Schleimhaut, Schuppen, Nagelmaterial und bei Verdacht auf eine 
invasive Candidose bevorzugt aus sterilen klinischen Proben oder Geweben gewonnen. 
Werden Hefen aus unsterilen Proben, wie z.B. Sputum, isoliert, ist die Differenzierung 
zwischen einer Candida-Kolonisation und -Infektion nicht sicher möglich (Ruhnke et al. 
2011, Seeliger und Heymer 1981).  
Der mikroskopische Nachweis kann am Nativpräparat oder am gefärbten Objekt erfolgen, 
wobei sich Blastosporen und Pseudomycel im Nativpräparat durch anschließende 
Methylenblaufärbung oder die sensitivere Fluoreszenzfärbung mit einem optischen 
Aufheller wie Blankophor oder Calcofluor/Weiß und im histologischen Präparat durch 
Perjodsäure-Schiff(PAS)-Färbung oder Gram-Färbung leichter identifizieren lassen 
(Nenoff et al. 2005, Nenoff et al. 2014, Rüchel und Schaffrinski 1999, Rüchel et al. 2004, 
Seebacher et al. 2010, Seeliger und Heymer 1981). Für den kulturellen Nachweis wird 
Sabouraud-Glucose-Agar genutzt, auf dem Candida-Spezies nach einer Inkubation bei 26 
bis 36°C für 24 bis 48 Stunden weiße bis cremefarbene Kolonien bilden (Seebacher und 
Blaschke-Hellmessen 1990, Rupec und Korting 2003). Einige Arten können bereits anhand 
der Kulturmorphologie differenziert werden, die sich von der typischen glatten, glänzenden 
Wuchsform unterscheidet (de Hoog et al. 2000). C. krusei bildet beispielsweise flache, 
raue Kolonien mit unregelmäßigem Rand (Crissey 1995, de Hoog et al. 2000). Die 
kulturelle Anzucht bietet außerdem die Möglichkeit einer semiquantitativen 
Keimzahlbestimmung durch Auszählen der Kolonien (Seebacher und Blaschke-
Hellmessen 1990). Gelingt der mikroskopische und kulturelle Nachweis nicht, können bei 
Verdacht auf eine invasive Candidose serologische Methoden angewendet werden (Hof 
und Dörries 2009). Es gibt eine Reihe kommerzieller Tests, die unspezifische Candida-
Antigene, Keimschlauch-Antigene, Mannan und β-D-Glucan detektieren. Diese werden 
aufgrund ihrer vergleichsweise geringen Sensitivität und Spezifität jedoch nicht 
routinemäßig eingesetzt (Arvanitis et al. 2014, Bär und Hecker 2002, Persat et al. 2002, 
Ruhnke et al. 2011).   
Nach erfolgreicher Kultivierung ist eine exakte Differenzierung der Spezies sinnvoll. Auch 
hier bieten sich verschiedene Möglichkeiten. Bei der Anzucht auf Mangelmedien, wie z.B. 
Reisagar, kommt es zur vermehrten Bildung von Myzel, Pseudomyzel und 
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Chlamydosporen, sodass mit Hilfe der charakteristischen mikromorphologischen 
Eigenschaften die Subspezies unterschieden werden können (Rieth 1995, Kozlowska 
1995). Biochemische Tests, wie z.B. das API ID32 C- oder Vitek2-System (bioMérieux), 
nutzen die speziestypischen Kohlenhydratassimilationsmuster zur Identifizierung der 
Candida-Hefen (Nenoff et al. 2005). Außerdem kann die Differenzierung der Subspezies 
mit Hilfe chromogener Nährmedien erfolgen, auf die im nachfolgenden Kapitel genauer 
eingegangen wird. Reisagarkultivierung, biochemische Tests und die Anzucht auf 
chromogenen Nährmedien zählen zu den konventionellen, phänotypischen Tests. Diese 
sind zeitaufwändig (24 bis 72 Stunden) und können seltenere Subspezies nicht erkennen 
(Durán-Valle et al. 2014). Bedenkt man, dass auch die Kultivierung 24 bis 48 Stunden 
benötigt, zeigt sich, dass es durch die Diagnostik zu einem verzögerten Beginn der 
zielgerichteten antimykotischen Therapie kommen kann (Arvanitis et al. 2014).  
Vor allem bei invasiven Candidosen ist ein frühzeitiger, zielgerichteter Therapiebeginn für 
das klinische Outcome entscheidend (Garey et al. 2006, Zilberberg et al. 2010). Deshalb 
rücken neue, schnellere Methoden immer mehr in den Fokus der Aufmerksamkeit. Die 
Peptidnukleinsäure-Floureszenz in situ Hybridisierung (PNA FISH) ermöglicht z.B. die 
Differenzierung von C. albicans und anderen Non-albicans-Candida-Spezies direkt aus 
positiven Blutkulturen mit höchster Sensitivität und Spezifität innerhalb von zwei Stunden 
(Harris und Hata 2013, Lakner 2008, Stone et al. 2013). Mit Hilfe der Polymerase-Ketten-
Reaktion (PCR) können spezifische Genabschnitte des ribosomalen Ribonukleinsäure 
(rRNA)-Gens ampflifiziert werden (Willinger 2007). Dadurch ist eine schnelle 
Identifizierung der Candida-Spezies auf mikrobiologischer Ebene möglich. Obwohl 
verschiedene kommerzielle Assays auf dem Markt sind, die eine Detektion von Hefen im 
Blut erlauben, kommt die PCR noch nicht in der Routinediagnostik zur Anwendung 
(Ruhnke et al. 2011, Willinger 2007). Die MALDI-TOF MS ist ein Verfahren, das fungale 
Proteine massenspektrometrisch analysiert (Arvanitis et al. 2014, Gantt et al. 1999). Sie 
ermöglicht ebenfalls eine schnelle und exakte Differenzierung von Hefen und wird in 
größeren Labors schon routinemäßig angewendet (Chao et al. 2014, Lima-Neto et al. 2014, 
Seyfarth et al. 2012).  
2.4.1 Chromogene Nährmedien 
Bereits seit 1990 ist ein weites Spektrum an chromogenen Kulturmedien für die Diagnostik 
von Bakterien und Pilzen kommerziell erhältlich. Chromogene Nährmedien enthalten 
Enzymsubstrate, die Farbstoffe freisetzen, wenn sie hydrolysiert werden. Ist der zu 
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testende Erreger mit diesem Enzym ausgestattet, bilden sich auf dem Medium farbige 
Kolonien, die eine Differenzierung gegenüber anderen Spezies erlauben. Zusätzlich enthält 
der Agar Substrate, die ein Wachstum unerwünschter Keime hemmen und so die 
Identifizierung erleichtern. (Perry und Freydiére 2007) 
Chromogene Nährmedien zur Detektion von Hefen nutzen Substrate der  Hexosaminidase, 
die typischerweise von C. albicans und C. dubliniensis exprimiert wird, sowie der 
Phosphatase, die von C. tropicalis, C. glabrata und C. krusei in unterschiedlicher Intensität 
gebildet wird (Niimi et al. 2001, Smith et al. 1973). Aktuell ist eine Vielzahl chromogener 
Medien zur Differenzierung von Hefen kommerziell erhältlich, die unterschiedliche 
Substrate beinhalten und deshalb verschiedene Färbungen hervorrufen. Alle Nährmedien 
ermöglichen laut Hersteller eine sichere Identifizierung von C. albicans. Andere 
Subspezies prägen zum Teil ähnliche Färbungen aus und können auf einigen chromogenen 
Medien mit Hilfe morphologischer Eigenschaften unterschieden werden, was jedoch sehr 
subjektiv ist und viel Erfahrung benötigt (Perry und Freydiére 2007). Beispielhaft dafür ist 
C. glabrata, der nach C. albicans einer der häufigsten Erreger von Candidosen ist 
(Arendrup et al. 2005, Pfaller et al. 2014), jedoch nicht sicher identifiziert werden kann. 
Einige Studien beschreiben eine Differenzierbarkeit anhand morphologischer 
Eigenschaften, die aber von anderen Studien nicht bestätigt wird (Freydiere 1996, Horvath 
et al. 2003, Hospenthal et al. 2006, Odds & Davidson 2000). Ein weiterer limitierender 
Faktor ist die eingeschränkte Unterscheidbarkeit von C. albicans und C. dubliniensis, die 
beide Hexosaminidaseaktivität aufweisen (Perry und Freydiére 2007).   
Insgesamt bieten chromogene Nährmedien verschiedene Vorteile für die Isolation und 
Differenzierung von Sprosspilzen der Gattung Candida. Sie können nicht nur zur 
Identifizierung sondern auch zur primären Isolierung von Candida-Subspezies eingesetzt 
werden (Ghelardie et al. 2008, Guzel et al. 2011, Willinger und Manafi 1999). Dadurch 
verkürzt sich die Zeit von der Probenentnahme bis zur Diagnosestellung und ermöglicht 
einen schnelleren gezielten Therapiebeginn. Zusätzlich erleichtern chromogene Medien die 
Detektion von Mischkulturen durch farbliche Unterscheidung (Baixench et al. 2006, 
Beighton  et al. 1995, Ozcan et al. 2010).  
2.5 Therapie von Candida-Infektionen und Resistenzentwicklung 
Zur Therapie von Candida-Infektionen stehen Vertreter der Substanzklassen der Polyene, 
Azole, Echinocandine, Pyrimidine und Pyridone zur Verfügung (Hof und Dörries 2009). 
Bei der Auswahl des Antimykotikums sind Erregerlokalisation, klinischer Zustand, 
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Nebenwirkungen, antimykotische Vorbehandlung, das Patientenalter sowie die 
Erregeridentität und -Resistenz zu beachten (Groll et a. 2011). Tabelle 2.2 gibt einen 
Überblick über die aktuelle Resistenzlage wichtiger Candida-Spezies.  
Polyene wirken durch Bindung des Ergosterols der Zellmembran mit Veränderung der 
Membranpermeabilität abhängig von der Wirkstoffkonzentration und Empfindlichkeit des 
Pilzes fungistatisch oder fungizid (Tietz 2011). Nystatin und Natamycin kommen in der 
topischen Therapie von mucocutanen Candidosen zum Einsatz (Groll et al. 2011, Tietz 
2011). Als systemische Wirkstoffe sind Amphotericin-B-Desoxycholat und 
Lipidformulierungen von Amphotericin-B zugelassen (Groll et al. 2011). Anwendung 
finden diese als Alternative zu den Echinocandinen in der Behandlung systemischer 
Candidosen (Alothman et al. 2014, Groll et al. 2011). Amphotericin-B-Desoxycholat zeigt 
starke Nebenwirkungen wie infusionsassoziierte Reaktionen, Elektrolytstörungen und 
Nephrotoxizität und wird deshalb in Deutschland nicht mehr zur Erstlinientherapie 
systemischer Candida-Infektionen eingesetzt (Anaissie et al. 1996, Groll et al. 2011, 
Ostrosky-Zeichner 2003a). Liposomale Amphotericin-B-Zubereitungen sind weitaus 
weniger toxisch und weisen eine bessere Verteilung im Körper auf (Hof und Dörries 
2009). Alle wichtigen Candida-Arten sind sensibel für Amphotericin-B-Derivate (Chen et 
al. 2014, Groll et al. 2009). Lediglich für C. lusitaniae findet sich eine reduzierte 
Empfindlichkeit (Ostrosky-Zeichner et al. 2003b). 
Azole hemmen durch Blockade des Cytochrom-P450-Isoenzyms die Synthese des 
Zellmembranbausteins Ergosterin und haben dadurch eine fungistatische Wirkung (Tietz 
2011). Es wird zwischen Imidazolen und den therapeutisch wirksameren Triazolen 
unterschieden  (Hof und Dörries 2009). Die Gruppe der Imidazole umfasst Wirkstoffe wie 
Clotrimazol, Isoconazol und Ketoconazol, die vor allem in der topischen Behandlung 
cutaner oder mucocutaner Candidosen zur Anwendung kommen (Groll et al. 2011, Pappas 
et al. 2009, Tietz 2011). Die Triazole Fluconazol, Itraconazol, Posaconazol und 
Voriconazol werden hingegen systemisch bei komplizierten mucocoutanen Candidosen 
und bei stabilen Patienten mit invasiver Candidose ohne vorangegangene Azoltherapie 
eingesetzt (Alothman et al. 2014, Groll et al. 2011, Reinel et al. 2008, Tietz 2011). Bei der 
Anwendung systemischer Azole sind vielfältige Interaktionen mit Medikamenten, die über 
das Cytochrom-P450-System verstoffwechselt werden, zu beachten (z.B. Antiepileptika, 
Nicht-steroidale Antirheumatika, Sartane, Antikoagulantien). Mit Ausnahme der Spezies 
C. glabrata und C. krusei zeigen alle Candida-Arten eine gute Sensibilität für die Triazole 
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(Chen et al. 2014, Ostrosky-Zeichner et al. 2003b, Pappas et al. 2009). C. glabrata weist 
mit steigender Tendenz Resistenzen vor allem gegen Fluconazol auf und bildet 
Kreuzresistenzen für andere Azole aus (Kamikawa et al. 2014, Groll et al. 2009). Auch bei 
C. parapsilosis wurden neuerdings in seltenen Fällen Resistenzen gegen Fluconazol und 
Voriconazol beobachtet (Ostrosky-Zeichner et al. 2003b, Xiao et al. 2014). 
Echinocandine hemmen über die Blockade der β-(1,3)-D-Glucansynthase die Synthese von 
Glucan, einem essenziellen Zellwandbestandteil, und wirken dadurch fungizid (Tietz 
2011). Die Vertreter Anidulafungin, Caspofungin und Micafungin sind in der Behandlung 
systemischer Candidosen das Mittel der ersten Wahl, vor allem wenn schwere Infektionen 
vorliegen oder bereits eine Behandlung mit Azolen vorangegangen ist (Alotham et al. 
2014, Groll et al. 2011, Pappas et al. 2009, Perlin 2014). Das Nebenwirkungsspektrum der 
Echinocandine ist gering, lediglich für Caspofungin wird eine Dosisanpassung bei 
Leberinsuffizienz empfohlen (Pappas et al. 2009). Die meisten Candida-Spezies sind 
hochsensibel für Echinocandine (Perlin 2014). Ausnahmen bilden C. parapsilosis und       
C. guilliermondii, die Resistenzen zeigen (Groll et al. 2011, Pfaller et al. 2008, Xiao et al. 
2014). Zusätzlich ist in den letzten Jahren eine Zunahme resistenter C. glabrata-Stämme 
zu beobachten  (Alexander et al. 2013, Arendrup und Perlin 2014, Perlin 2014, Pfaller et 
al. 2012). Bei gleichzeitiger Azolresistenz vieler C. glabrata-Stämme besteht hier die 
Gefahr der Entwicklung multiresistenter Erreger (Perlin 2014). 
Das Pyrimidin Flucytosin wird nach intrazellulärer Aktivierung als ‚falsche Base‘ in die 
Zell-RNA eingebaut und verursacht eine fungistatisch wirkende Fehlprogrammierung der 
Proteinsynthese (Herdegen 2013). Aufgrund einer raschen Resistenzentwicklung sollte 
Flucytosin in Kombination mit anderen Antimycotika eingesetzt werden (Hahn et al. 
2001). Vorzugsweise erfolgt eine gleichzeitige Gabe mit Amphotericin-B, um die 
synergistische Wirkung der beiden Antimykotika und die Möglichkeit der Dosisreduktion 
des stark nephrotoxischen Amphotericin-B auszunutzen (Herdegen 2013, Tietz 2011). 
Trotz schneller Resistenzentwicklung unter der Therapie sind alle wichtigen Candida-
Arten, mit Ausnahme von C. africana, primär sensibel für Flucytosin (Tietz 2011, Xia et 
al. 2014).  
Pyridone, wie Ciclopiroxolamin und Octopirox, besitzen eine fungizide und sporozide 
Wirkung, die multifaktoriell durch irreversible Bindung an Zellwand, zytoplasmatische 
Membranen und Mitochondrien vermittelt wird (Seebacher 2001, Tietz 2011). Sie finden 
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in der Lokaltherapie cutaner und vulvovaginaler Candidosen Anwendung (Hahn et al. 
2001, Mendling 2015).  
Zusätzlich zur medikamentösen Therapie sollte bei Vorliegen einer positiven Blutkultur 
umgehend der zentrale Venenkatheter entfernt werden, da dieser immer als infektiöser 
Fokus anzusehen ist (Groll et al. 2011, Pappas et al. 2009). Bei Organinfektionen ist in den 
meisten Fällen außerdem eine chirurgische Herdsanierung erforderlich (Groll et al. 2011).  
Candida spp. AMB FC FCZ ITZ VCZ PCZ ANID CAS MICA 
C. albicans S S S S S S S S S 
C. glabrata S/I S I/R S/I/R S/I/R S/I/R S* S* S* 
C. tropicalis S S S/I S S S S S S 
C. parapsilosis S S S* S S S I I I 
C. krusei S/I R R I/R S/I/R S/I/R S S S 
C. guilliermondii S S S S S S R R R 
C. lusitaniae S/I/R S S S S S S S S 
Tabelle 2.2 Empfindlichkeit einzelner Candida-Spezies gegenüber systemischen Antmykotika 
(AMB: Amphotericin-B-Derivate, FC: Flucytosin, FCZ: Fluconazol, ITZ: Itraconazol, VCZ: 
Voriconazol, PCZ: Posaconazol, ANID: Anidulafungin, CAS: Caspofungin, MICA: Micafungin, S: 
sensibel, I: intermediär sensibel, R: resistent, * zunehmende Resistenzen) (Chen et al. 2014, Groll 
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3 Zielstellung 
Candida-Infektionen spielen im klinischen Alltag eine zunehmende Rolle. Sie verursachen 
nicht nur lokale Infektionen, die in der ambulanten und stationären Praxis von Bedeutung 
sind, sondern auch invasive Mykosen, die vor allem auf chirurgischen Stationen und 
Intensivstationen vorkommen und mit hohen Mortalitätsraten einhergehen. Die Prognose 
systemischer Candidosen ist entscheidend von einem frühzeitigen, zielgerichteten 
Therapiebeginn abhängig. Auch in Anbetracht der steigenden antimykotischen Resistenzen 
vieler Subspezies, kommt der mikrobiologischen Diagnostik eine entscheidende 
Bedeutung zu.  
Ziel der vorliegenden Arbeit war es, chromogene Nährmedien verschiedener Hersteller 
bezüglich ihrer Fähigkeit zur Anzucht und Differenzierung häufig vorkommender Erreger 
von Candida-Infektionen sowie der Spezies C. africana zu testen und zu vergleichen. 
Dafür wurden zunächst Inkubationsbedingungen ermittelt, die eine schnelle und eindeutige 
Identifizierung der Farbunterschiede erlauben. Anschließend sollte die Differenzierbarkeit 
der Candida-Spezies auf den chromogenen Nährmedien evaluiert werden. Ein weiteres 
Ziel der Arbeit war der Vergleich der konventionellen Methoden Anzucht auf Reisagar, 
biochemische Identifikation und Anzucht auf chromogenen Nährmedien sowie der neueren 
Methoden PCR und Sequenzierung sowie MALDI-TOF Massenspektrometrie hinsichtlich 
der Differenzierbarkeit von Candida-Spezies. 
Insgesamt zielt diese Arbeit auf eine Verbesserung der mykologischen Diagnostik sowohl 
lokaler als auch systemischer Candidosen hin und soll zu einer sicheren Erkennung mit 
nachfolgend adäquater Therapie von Candida-Infektionen beitragen.  
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4 Material und Methoden 
4.1 Verwendete Pilzstämme und Pilzanzucht 
Die Untersuchungen wurden an 107 Hefepilzstämmen der Spezies Candida durchgeführt. 
Davon stammen 87 Proben aus Pilzkulturen der Klinik für Hautkrankheiten des 
Universitätsklinikums Jena, die aus Patientenmaterial isoliert wurden. Fünf Stämme der 
Subspezies C. africana stellte Prof. Dr. med. habil. H.-J. Tietz, Leiter des Instituts für 
Pilzkrankheiten und Mikrobiologie in Berlin, zur Verfügung. Weitere 15 Stämme sind 
Referenz- und Ringversuchsstämme (siehe Tabelle 4.1). Für die Testung der chromogenen 
Nährmedien wurden ausschließlich die in Tabelle 4.1 aufgeführten Subspezies verwendet.  
Candida spp. Referenzstamm-Nummern Gesamtzahl 
C. africana RV 01/05 
ATTC MYA2669 
7 
C. albicans  ATCC 10231 
 ATCC 64550 
ATCC 76615 
DSM 11225  
32 
C. dubliniensis DSM 13268 22 
C. glabrata ATCC 2001 
DSM 11226 
6 
C. guilliermondii DSM 6381 
DSM 11947 
7 
C. krusei DSM 6128 5 
C. parapsilosis RV II/08 
DSM 11224 
17 
C. tropicalis DSM 11953 5 
Tabelle 4.1 Referenznummern der Referenz- und Ringversuchsstämme sowie Gesamtzahl der in 
die Testung der chromogenen Nährmedien eingeschlossenen Candida-Spezies 
Die 87 Proben aus Pilzkulturen der Klinik für Hautkrankheiten des Universitätsklinikums 
Jena sowie die fünf Candida-Stämme, die Prof. Dr. med. habil. H.-J. Tietz zur Verfügung 
stellte, wurden aus Abstrichen bzw. Schuppen von unterschiedlichen Körperregionen 
gewonnen.  
Die Lagerung der Hefestämme erfolgte bei –80°C in Mikrobankgefäßen. Zur Anzucht 
wurden unter aseptischen Bedingungen in der Laminarbox aus dem entsprechenden 
Mikrobankgefäß zwei Kügelchen mit Hilfe einer sterilen Öse entnommen und auf einer 
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Sabouraud Gentamicin Chloramphenicol 2 (SGC2) -Agarplatte ausgestrichen. Diese wurde 
bei 30°C für ca. 24 Stunden inkubiert. Anschließend erfolgte die Überimpfung der 
Candida-Kulturen auf die chromogenen Nährmedien. Für die Identifizierung mit Hilfe des 
ID32 C-Systems, des Reisagars, der MALDI-TOF Massenspektrometrie (MALDI-TOF 
MS) und der Sequenzierung wurden die beimpften SGC2-Platten für vier Tage bei 
Zimmertemperatur aufbewahrt. 
4.2 Identifizierung der Pilzstämme 
Zur eindeutigen Identifizierung wurden die Candida-Stämme auf SGC2-Agar angezüchtet 
(siehe Kapitel 4.1) und mit dem ID32 C-System getestet. Bei unklaren Ergebnissen wurde 
die Auswertung wiederholt und der Pilz auf Reisagar kultiviert und mikroskopisch 
beurteilt. Zusätzlich erfolgte die Bestimmung der 87 Proben aus Pilzkulturen der Klinik für 
Hautkrankheiten des Universitätsklinikums Jena, der fünf Candida-Stämme, die Prof. Dr. 
med. habil. H.-J. Tietz zur Verfügung stellte, und der zwei C. africana-Referenz- bzw. 
Ringversuchsstämme mit der MALDI-TOF MS und Sequenzierung. Die Referenz- und 
Ringversuchsstämme der Subspezies C. albicans, C. dubliniensis, C. glabrata, 
C. guilliermondii, C. krusei, C. parapsilosis und C. tropicalis wurden nicht noch einmal 
überprüft, da die Auswertung der Resultate des ID32 C-Systems und Reisagars mit den 
Referenzangaben übereinstimmte. Alle Hefen, die unklare oder inkongruente Ergebnisse 
aufwiesen, wurden nicht für die Untersuchungen verwendet. Es konnten 101 Stämme 
ermittelt werden, die als richtig positive Proben in die Testreihe eingeschlossen wurden. 
4.2.1 ID32 C-System 
Das ID32 C-System (Firma bioMérieux) dient der biochemischen Identifizierung von 
Hefen. Sein Prinzip beruht auf der Detektion unterschiedlicher Assimilationsmuster von 
Kohlenhydraten. Der ID32 C-Teststreifen enthält 32 verschiedene Kohlenhydrate, die in 
dehydrierter Form in Vertiefungen eingebracht sind. Die zu testende Hefe wird in einem 
halbfesten Medium suspendiert und in die Vertiefungen pipettiert. Nach 24 bis 48 Stunden 
Inkubation zeigt sich in den Vertiefungen, abhängig vom Assimilationsmuster, ein 
Wachstum des Pilzes, das als weißliche Trübung sichtbar ist. Die Ergebnisse werden mit 
Hilfe einer Identifizierungssoftware, die auf eine Referenzdatenbank zurückgreift, 
ausgewertet.  
Die Durchführung erfolgte gemäß der Arbeitsanleitung ID32 C (bioMérieux 2006). Von 
dem zu testenden Candida-Stamm wurde eine Suspension mit dem API-
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Suspensionsmedium 2mL mit einer Trübung Mc-Farland 2 am Densimat eingestellt. 
Davon wurden 250µL in die Ampulle API C-Medium gegeben. Mit der elektronischen 
ATB-Pipette erfolgte die Mischung des API C-Mediums mit der Candida-Suspension und 
anschließend die Beimpfung des ID32 C-Streifens. Dabei wurden in jede Vertiefung 
135µL eingebracht. Nach Auflegen des Deckels wurde der Streifen für 48 Stunden bei 
30°C bebrütet. Die Ablesung erfolgte zunächst maschinell mit dem System Mini-API. 
Wenn kein eindeutiges Ergebnis erkennbar war, wurde noch einmal visuell abgelesen.  
4.2.2 Anzucht auf  Reisagar 
Reisagar ist ein Testnährboden zur Differenzierung von Hefen, insbesondere von 
C. albicans und anderen Candida-Spezies. Das Medium enthält als einzige Nährstoffquelle 
Reisextrakt. Durch das zusätzliche Auflegen eines Deckglases auf die beimpfte Stelle 
entstehen nährstoffarme, halbanaerobe Wachstumsbedingungen, unter denen Hefen 
verstärkt Myzel, Pseudomyzel, Chlamydosporen und Arthrosporen ausbilden. Nach 24- bis 
48-stündiger Inkubation bei Zimmertemperatur können die Kulturen mikroskopisch 
beurteilt werden. Dabei weisen die verschiedenen Candida-Spezies morphologisch 
charakteristische Eigenschaften auf, die in Tabelle 4.3 dargestellt werden. (Kozlowska 
1995, Rieth 1995, Seebacher und Blaschke-Hellmessen 1990) 
Für die Untersuchungen wurden Reisagarplatten der Firma heipha verwendet. Der Agar 
setzt sich wie in Tabelle 4.2 aufgeführt zusammen.  







Tabelle 4.2 Zusammensetzung Reisagar heipha  
Die Durchführung erfolgte gemäß der Produktbeschreibung Reisagar (heipha). Es wurde 
eine kleine Öse der SGC2-Kultur des zu testenden Stammes auf den Reisagar übertragen 
und in drei bis vier Zickzack-Linien ausgestrichen. Der beimpfte Bereich wurde mit zwei 
Deckgläsern abgedeckt und die Agarplatte bei Zimmertemperatur für 24 bis 48 Stunden 
aufbewahrt, bevor sie mikroskopisch beurteilt wurde. 
 
 







- ovale Blastosporen 
- keine Chlamydosporen  
 
C. albicans: 
- reichlich langes Pseudomyzel  
- traubenförmig angeordnete, kugelförmige und 
ovale Blastosporen  
- dunkle, dickwandige, kugelförmige, meist 
terminale Chlamydosporen, die einer leicht 





- reichlich kurzes Pseudomyzel 
- traubenförmig angeordnete Blastosporen  
- dunkle, dickwandige, kugelförmige, meist 
terminale Chlamydosporen in trauben- oder 




- kein Pseudomyzel 
- kleine, in Häufchen angeordnete Blastosporen  
- keine Chlamydosporen 
 
C. guilliermondii: 
- spärliches oder kein Pseudomyzel, ausstrahlend 
vom Blastosporenhäufchen 
- sehr kleine, in spiegeleiartigen Koloniehäufchen  
angeordnete Blastosporen  
- keine Chlamydosporen 
 
Tabelle 4.3 Morphologische Eigenschaften von Candida-Spezies auf Reisagar (de Hoog et al. 
2000, Tietz und Ulbicht 1999, Hipler und Rahmig) (Fortsetzung auf Seite 22) 






- langgestrecktes Pseudomyzel (kann fehlen) 
- sehr große, ovale Blastosporen 
- keine Chlamydosporen 
 
C. parapsilosis: 
- baumartig verzweigtes, sternförmig um ein 
Blastosporenhäufchen angeordnetes Pseudomyzel 
- ovale, rosettenförmig angeordnete Blastosporen  
- keine Chlamydosporen 
 
C. tropicalis: 
- reichhaltig langgestrecktes, zum Teil stark 
verzweigtes Pseudomyzel 
- traubenförmig angeordnete Blastosporen  
- keine Chlamydosporen 
 
Tabelle 4.3 Morphologische Eigenschaften von Candida-Spezies auf Reisagar (de Hoog et al. 
2000, Tietz und Ulbicht 1999, Hipler und Rahmig) (Fortsetzung von Seite 21) 
4.2.3 MALDI-TOF Massenspektrometrie 
Die MALDI-TOF MS ist ein Verfahren zur Massenanalyse, das zur schnellen 
Identifizierung von Hefen und Bakterien eingesetzt wird (Gantt et al. 1999, Seyfarth et al. 
2012). Es basiert auf einer Kombination aus Matrix-unterstützter Laserdesorption/ 
Ionisation (MALDI) und Flugzeitanalyse (time of flight, TOF).  
MALDI ist eine massenspektrometrische Ionisierungstechnik, bei der das zu testende 
Material zunächst mit einer flüssigen Matrix vermischt wird. Die Lösung wird dann auf ein 
metallisches Target übertragen und es kommt zur Kokristallisation von Analyt und Matrix. 
Die feste Probenmatrix wird mit gepulster Laserstrahlung beschossen, wobei meist UV-
Stickstoff-Laser mit einer Wellenlänge von 337nm, zunehmend aber auch Infrarot-Laser, 
zum Einsatz kommen. Dadurch wird die Matrix schlagartig desorbiert und reißt dabei die 
Analytenmoleküle mit. Gleichzeitig kommt es zur Ionisierung der Analytenmoleküle. Die 
Ionen werden im elektrischen Feld von der Ionenquelle in Richtung Ionendetektor 
4 Material und Methoden  23 
beschleunigt. (Lehmann 1996, Fenselau et al. 2011) Bei der TOF-Massenspektrometrie 
wird die Flugzeit der Ionen zwischen Quelle und Detektor gemessen. Voraussetzung ist ein 
diskontinuierlicher, gepulster Ionenstrahl. Die TOF-Messung beruht auf dem Prinzip, dass 
schwerere Ionen bei gleicher Ladung und gleicher Potenzialdifferenz langsamer fliegen als 
leichtere. Die Flugzeit ist dabei proportional zur Wurzel des Quotienten aus Masse und 





tof  - Flugzeit 
m    - Masse 
z     - Ladungszahl 
Formel 4.1 Zusammenhang zwischen Flugzeit und Masse in der MALDI-TOF MS 
Für unterschiedliche Biomoleküle ergeben sich dadurch spezifische Verteilungsmuster der 
m/z-Werte, die in einer Tabelle gegen die relative Häufigkeit bzw. Intensität aufgetragen 
werden (Lehmann 1996). Abbildung 6.2 und Abbildung 6.3 zeigen beispielhaft die MALDI-
TOF-Massenspektren verschiedener, im Rahmen dieser Studie getesteter Candida-Spezies. 
Die Auswertung und Identifizierung erfolgt mit Hilfe einer speziellen Software durch 
Vergleich mit einer Datenbank, in der mehrere Spektren verschiedener Spezies hinterlegt 
sind (Seyfarth 2012). 
Die MALDI-TOF-Messungen für diese Untersuchung wurden vom Ripac-Labor, Potsdam-
Golm übernommen. Die Messungen erfolgten mit dem Axima Confidence- 
Massenspektrometer (Shimadzu Europe, Duisburg, Germany), das mit Hilfe eines 50 Hz-
UV-Stickstoff-Lasers (Wellenlänge von 337nm) die Proben ionisiert. Das Massenspektrum 
einer Probe wurde aus 500 Laserpuls-Zyklen ermittelt und mit der BioTech-Launchpad-
Software (Shimadzu Europe, Duisburg, Germany) verarbeitet. Dabei wurde jede Messung 
zweimal durchgeführt. Zur mikrobiellen Identifizierung wurden die Daten anschließend in 
die SARAMIS-Software (AnagnosTec) eingegeben und ausgewertet. 
4.2.4 Molekularbiologische Methoden 
Molekularbiologische Methoden zeigen vielversprechende Ergebnisse in der raschen 
Identifizierung und Differenzierung von Pilzkulturen. Dabei ist vor allem die 
Polymerasekettenreaktion (Polymerase Chain Reaction, PCR), die der Vervielfältigung 
spezifischer DNA-Sequenzen durch eine in vitro durchgeführte DNA-Replikation dient, 
von großer Bedeutung. Im Anschluss an die Amplifizierung wird der Pilz mittels 
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Hybridisierungssonden oder Sequenzierung identifiziert (Verweij und Meis 2000, 
Willinger 2007, Rassow et al. 2008).  
Im ersten Schritt erfolgt die Extraktion der DNA  des zu untersuchenden Pilzstammes. Um 
an die DNA zu gelangen, ist zunächst der Aufschluss der Zelle nötig. Das erfolgt mit Hilfe 
enzymatischer oder mechanischer Zerkleinerungsschritte. Für die Extraktion der DNA 
stehen verschiedene Methoden zur Verfügung. Für diese Untersuchungen wurde eine 
Zwei-Phasen-Extraktion mit nachfolgender Isopropanolfällung genutzt. Durch Zugabe 
bestimmter Reagenzien und Zentrifugation kommt es zu einer Auftrennung der Probe in 
zwei Phasen. In der oberen, wässrigen Phase findet sich die RNA. Nach mehrfacher 
Wiederholung des Trennungsvorganges der wässrigen Phase kann die RNA mithilfe einer 
Isopropanol- oder Ethanol-Fällung gewonnen werden. Im Anschluss werden bestimmte, 
speziesspezifische Sequenzen der extrahierten DNA mittels PCR vervielfältigt. Typische 
Targets sind 18S rRNA-Gene, 28S rRNA-Gene, mitochondriale Gene sowie die internal 
transcribed spacer 1 (ITS 1)- und 2 (ITS 2)-Region. Für den Nachweis und die 
Identifizierung von Candida-Spezies zeigen sich die ITS 1- und ITS 2-Regionen, die die  
18S-, 5,8S- und 28S rRNA-Gene flankieren, als sehr aussagekräftige Zielsequenzen 
(Willinger 2007, Schabereiter-Gurtner et al. 2007, Selvarangan et al. 2003). Die PCR setzt 
sich aus drei Schritten zusammen, die als Zyklus bezeichnet werden. Im ersten Schritt 
kommt es durch Erhitzen auf ca. 95°C zur Denaturierung und somit zur Auftrennung der 
doppelsträngigen DNA in Einzelstränge. Im zweiten Schritt werden zwei Primer, 
Oligodesoxyribonukleoside, die den zu amplifizierenden DNA-Abschnitt flankieren, 
hinzugegeben und lagern sich an die komplementären Bereiche des DNA-Einzelstranges 
an (Hybridisierung). Der dritte Schritt umfasst die Synthese der zu vervielfältigenden 
Zielsequenz. Durch Zugabe einer thermostabilen DNA-Polymerase (Taq-Polymerase) und 
freier Desoxynukleosidtriphosphate (dNTPs) werden die Primer an ihrem freien 3’-OH-
Ende durch die DNA-Polymerase verlängert, sodass nach Abschluss eines Zyklus im 
Optimalfall eine Verdopplung der gewünschten DNA-Sequenz vorliegt. Ein PCR-Prozess 
umfasst in der Regel 20-40 Zyklen (Rassow et al. 2008). Die Identifizierung des 
Pilzstammes kann mittels Hybridisierung oder Sequenzierung erfolgen. Für diese 
Untersuchungen wurde die Sequenzierung mithilfe der Kettenabbruchmethode nach 
Sanger gewählt. Dabei wird dem zu sequenzierenden, einzelsträngigen DNA-Abschnitt ein 
markierter Oligonukleotid-Primer hinzugefügt. Der hybridisierten DNA werden in vier 
parallelen Ansätzen DNA-Polymerase, freie Desoxynukleosidtriphosphate (dNTPs) und in 
geringer Konzentration Didesoxynukleosidtriphosphate (ddNTPs) zugegeben. Jeder der 
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vier Ansätze enthält ddNTPs mit einer anderen Base (Didesoxyadenintriphosphat, 
Didesoxyguanintriphosphat, Didesoxycytosintriphosphat, Didesoxythymintriphosphat). 
Die DNA-Polymerase beginnt am 3'-OH-Ende des Primers die Synthese eines 
komplementären DNA-Strangs durch Einbau von dNTPs. Erfolgt der Einbau eines 
ddNTPs kommt es an dieser Stelle zum Abbruch der Kette, da das ddNTP am 3'-
Kohlenstoffrest ebenfalls desoxygeniert ist (3'-H) und die DNA-Polymerase zum 
Ausbilden einer Phosphodiesterbindung eine Hydroxylfunktion (-OH) benötigt. Weil die 
dNTPs mit den ddNTPs konkurrieren, kommt es im Laufe der Zeit an allen Stellen, an 
denen eine entsprechende Nucleobase benötigt wird, nach dem Zufallsprinzip zum 
Kettenabbruch. Dadurch entstehen Syntheseprodukte verschiedener Längen, die mittels 
Elektrophorese in einem Polyacrylamidgel der Größe nach aufgetrennt werden. Anhand 
des Bandenmusters der vier Ansätze kann nun die Basenfolge abgelesen werden, da die 
Länge eines Fragments die Position der jeweiligen Base in der Basensequenz widerspiegelt 
(Rassow et al. 2008, Thieman und Palladino 2007).   
Die DNA-Extraktion und Amplifizierung der ITS-Region erfolgte durch das Institut für 
Mikrobiologie und Hygiene der Charité Berlin. Die Sequenzierung wurde von der Firma 
SMB-Services in Molecular Biology GmbH übernommen. Die DNA-Extraktion erfolgte 
mittels Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol-Extraktion (Verhältnis 25/24/1) und 
anschließender Isopropanolfällung entsprechend der Arbeitsanweisung. Die 
Amplifizierung der ITS-Region wurde mit dem Primerpaar LSU 266 und V9G am 
Thermocycler in 35-40 Zyklen durchgeführt. Die anschließende Sequenzierung erfolgte 
mithilfe der Kettenabbruchmethode nach Sanger mit den inneren Primern ITS4 und  ITS5. 
Zur Identifizierung der Spezies wurden die ermittelten ITS-Sequenzen mit 
Referenzsequenzen der Datenbank SmartGene Fungal IDNS (SmartGene GmbH, Zug, 
Schweiz) verglichen (Blast Search).  
4.3 Vorversuche 
Zur Ermittlung der optimalen Versuchsbedingungen wurden im Vorfeld der 
Untersuchungen Testversuche durchgeführt. Dabei erfolgte die Festlegung der Mc Farland-
Trübung und Inoculummenge (Keimzahlbestimmung), der Ausstrichtechnik und der 
Bebrütungstemperatur. 
Es wurden je ein C. africana-, C. albicans- und C. dubliniensis-Stamm auf SGC2-Agar 
angezüchtet und anschließend von jedem Stamm Suspensionen mit einer Trübung Mc 
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Farland 0,5, 1,0, 1,5 und 2,0 hergestellt. Die Einstellung der Mc Farland-Trübung erfolgte, 
wie vom Hersteller angegeben, am Densimat (bioMérieux) durch schrittweises Einbringen 
der Pilzkultur in das API-Suspensionsmedium 2mL mithilfe einer sterilen Öse bis die 
gewünschte Mc Farland-Trübung erreicht war. Je 100µL der Suspension wurden auf 
CandiSelect 4-Agarplatten pipettiert und mit einem Spatel in einer geraden Bahn über die 
Platte ausgestrichen. In einem zweiten Ansatz erfolgte die Beimpfung mit einer Öse als S-
förmiger Impfstrich. Der Versuch wurde für alle drei Stämme und Mc Farland-Trübungen 
durchgeführt. Die Candida-Kulturen wurden anschließend bei 30°C inkubiert und nach 24 
und 48 Stunden kontrolliert. Das Ergebnis wurde schriftlich und fotografisch dokumentiert 
(siehe Abbildung 4.1). 
a) b) c) d) 
Abbildung 4.1 C. dubliniensis nach 48-stündiger Inkubation: Mc Farland 0,5-Suspension mit a) 
Spatelausstrich und b) Ösenausstrich sowie Mc Farland 2,0-Suspension mit c) Spatelausstrich und 
d) Ösenausstrich 
Dieser Vorversuch zeigte, dass eine Inoculummenge von 100µL zu groß war. Es konnten 
kaum Einzelkolonien unterschieden werden und die Differenzierung der Mc Farland-
Trübungen war nur eingeschränkt möglich.  
Im folgenden Versuch wurde ausschließlich mit dem C. dubliniensis-Stamm gearbeitet, da 
alle drei Candida-Spezies im ersten Test ähnliche Wachstumseigenschaften aufwiesen. Im 
vorangegangenen Versuch zeigte sich, dass die Keimzahl bei einer Trübung von Mc 
Farland 2,0 und einer Inoculummenge von 100µL zu groß war, um aussagekräftige 
Ergebnisse zu erhalten. Deshalb wurden nun Mc Farland-Trübungen von 0,5 und 1,5 am 
Densimat eingestellt und Inoculummengen von 25µL und 50µL gewählt. Die Ausstrich-
techniken mit Spatel und Öse sowie die Bebrütungstemperatur und -Zeit wurden 
beibehalten. In diesem Versuch konnte eine für die nachfolgenden Untersuchungen 
einsetzbare Inoculummenge von 25µL und eine Mc Farland-Einstellung von 1,0 ermittelt 
werden. Das Ausstreichen mit der Öse lieferte deutlichere Ergebnisse als mit dem Spatel. 
Ein weiterer Vorversuch beschäftigte sich mit der Ausstrichtechnik und 
Bebrütungstemperatur, da die Hersteller der chromogenen Medien unterschiedliche 
4 Material und Methoden  27 
Optimaltemperaturen von 30°C bis 37°C für die Anzucht der Hefen angeben. Es wurden 
25µL einer Suspension des C. albicans-Stammes mit einer Trübung Mc Farland 1,0 auf die 
chromogenen Nährmedien MAST ID - CHROMagar Candida, BBL CHROMagar 
Candida, chromID Candida Agar, CandiSelect 4, Candida-Ident-Agar und Brilliance 
Candida aufgetragen. Das Ausstreichen mit der Öse erfolgte als S-förmiger Impfstrich und 
in einem weiteren Versuchsansatz als Verdünnungsimpfstrich. Die Kulturen wurden 
jeweils doppelt angesetzt, sodass eine separate Bebrütung bei 30°C und 37°C möglich war. 
In Abhängigkeit von der Ausstrichtechnik fanden sich deutliche Unterschiede im 
Wachstumsmuster. Der Verdünnungsimpfstrich erlaubte die Differenzierung einzelner 
Kolonien und wurde deshalb für die nachfolgenden Untersuchungen gewählt. Beim S-
förmigen Impfstrich bildete sich ein durchgehender Pilzrasen aus. Außerdem zeigte sich, 
dass sich C. albicans bei einer Bebrütungstemperatur von 30°C schwächer vermehrte und 
weniger intensive Farben ausprägte (siehe Abbildung 4.2). 
a) b) c) d) 
Abbildung 4.2 C. albicans-Kolonie im Verdünnungsimpfstrich auf BBL CHROMagar nach 48 
Stunden bei a) 30°C und b) 37°C sowie nach 72 Stunden bei c) 30°C und d) 37°C 
In den Vorversuchen konnten als beste Versuchsbedingungen ein Trübungsgrad Mc 
Farland 1, eine Inoculummenge von 25µL, das Ausstreichen mit dem 
Verdünnungsimpfstrich und eine Bebrütungstemperatur von 37°C ermittelt werden.  
4.4 Anzucht auf chromogenen Medien  
Für die Anzucht der 101 Candidastämme auf den chromogenen Medien MAST ID - 
CHROMagar Candida, BBL CHROMagar Candida, chromID Candida, CandiSelect 4, 
Candida-Ident-Agar und Brilliance Candida wurde eine Suspension der auf SGC2-Agar 
gezüchteten Pilzkultur mit dem Trübungsgrad Mc Farland 1 hergestellt. Mithilfe einer 
Pipette wurden je 25µL der Suspension auf die chromogenen Medien transferiert und im 
Verdünnungsimpfstrich mit einer sterilen Öse ausgestrichen. Die Inkubation erfolgte bei 
37°C für 72 Stunden.  
4.4.1 MAST ID - CHROMagar Candida  
MAST ID - CHROMagar Candida entspricht CHROMagar Candida (CHROMagar, Paris, 
Frankreich), der von der Firma Mast unter geändertem Namen vertrieben wird. Er dient 
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laut Hersteller dem Nachweis und der Identifizierung von C. albicans, C. tropicalis und 
anderen Candida-Spezies. Das Auslesen der Ergebnisse erfolgt nach 24- bis 48-stündiger 
Inkubation bei 37°C. C. albicans wächst in grünen, C. tropicalis in blauen Farben. Andere 
Subspezies präsentieren sich weiß bis rosa. Die Farbunterschiede sind in Tabelle 4.10 
aufgelistet. Tabelle 4.4 zeigt die Zusammensetzung des chromogenen Mediums. 









Tabelle 4.4 Zusammensetzung MAST ID - CHROMagar Candida  
4.4.2 BBL CHROMagar Candida  
Der BBL CHROMagar Candida ist ein chromogenes Nährmedium, das basierend auf dem 
CHROMagar Candida (CHROMagar, Paris, Frankreich) von der Firma Beckton, 
Dickinson and Company (BD) nach neuem Rezept produziert wird. Er erlaubt laut 
Hersteller die direkte Differenzierung von C. albicans, C. tropicalis und C. krusei nach 36- 
bis 48-stündiger Inkubation bei 35  2°C. C. albicans bildet hell- bis mittelgrüne und       
C. tropicalis dunkel- bis metallicblaue Farben aus. C. krusei wächst in hell- bis 
mittellilafarbenen Kolonien mit weißem Rand. Andere Subspezies wie z.B. C. glabrata 
prägen hell- bis dunkellilafarbene Schattierungen aus. Die Farbunterschiede sind in Tabelle 
4.10 aufgelistet. Tabelle 4.5 zeigt die Zusammensetzung des chromogenen Mediums.  











Tabelle 4.5 Zusammensetzung BBL CHROMagar Candida 
4.4.3 chromID Candida 
Zur Identifizierung von C. albicans und zur vorläufigen Differenzierung der Subspezies   
C. tropicalis, C. lusitaniae und C. kefyr stellt die Firma bioMérieux das chromogene 
Medium chromID Candida her. Die Ergebnisse können nach einer 24- bis 72-stündigen 
Inkubation bei 37°C abgelesen werden. Für C. albicans sind dabei hell- bis dunkelblaue 
Kolonien typisch. C. tropicalis, C. lusitaniae und C. kefyr erscheinen rosa und müssen laut 
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Hersteller zur eindeutigen Identifizierung nachfolgend biochemisch und/oder 
immunologisch getestet werden. Die Farbunterschiede sind in Tabelle 4.10 aufgelistet. Es 
wird darauf hingewiesen, dass auf chromID Candida Agar keine Differenzierung von 
C. albicans und C. dubliniensis möglich ist (Fricker-Hidalgo et al. 2001). Tabelle 4.5 zeigt 
die Zusammensetzung des chromogenen Mediums. 
Zusammensetzung pro 1l gereinigtes Wasser 
Hefeextrakt 
Malzextrakt 








Tabelle 4.6 Zusammensetzung chromID Candida 
4.4.4 CandiSelect 4  
CandiSelect 4 der Firma BioRad ermöglicht laut Hersteller, C. albicans direkt und 
C. tropicalis, C. glabrata und C. krusei mutmaßlich zu identifizieren. Aussagekräftige 
Ergebnisse werden bei einer Inkubation bei 35 bis37°C über 24 bis 48 Stunden erreicht.       
C. albicans entwickelt aufgrund seiner Hexosaminidaseaktivität eine rosa bis lila Farbe. 
Türkise Schattierungen weisen auf eine Phosphataseaktvität hin und werden von 
C. tropicalis, C. glabrata und C. krusei in unterschiedlicher Intensität gebildet. Eine 
vorläufige Differenzierung ist mithilfe der Morphologie möglich. C. tropicalis zeigt 
intensiv türkise, sphärische, glatt umrandete Kolonien und C. glabrata bildet helltürkise, 
flache, glänzende Kolonien mit glatter Umrandung aus. C. krusei präsentiert sich 
türkisblau mit rauem, trockenen Erscheinungsbild und unregelmäßigem Rand. Die Farb- 
und morphologischen Unterschiede sind in Tabelle 4.10 aufgelistet. Der Hersteller merkt 
an, dass C. dubliniensis das gleiche Rosa bzw. Lila ausprägt wie C. albicans. Tabelle 4.7 
zeigt die Zusammensetzung des chromogenen Mediums. 











Tabelle 4.7 Zusammensetzung CandiSelect 4 
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4.4.5 Candida-Ident-Agar  
Der Candida-Ident-Agar der Firma heipha dient der Isolierung und direkten Identifizierung 
von C. albicans. Die Anzucht erfolgt optimal bei 36 1°C für 24 bis 48 Stunden.               
C. albicans bildet dabei im Gegensatz zu den meisten anderen Hefen grüne bis blaugrüne 
Kolonien aus. Weitere Candida-Subspezies wachsen als weiße bis beige Kolonien. Es wird 
darauf hingewiesen, dass einige C. tropicalis-Stämme ebenfalls grün erscheinen können. 
Die Farbunterschiede sind in Tabelle 4.10 aufgelistet. Tabelle 4.8 zeigt die 
Zusammensetzung des chromogenen Mediums. 

















Tabelle 4.8 Zusammensetzung Candida-Ident-Agar 
4.4.6 Brilliance Candida  
Brilliance Candida der Firma Oxoid ermöglicht laut Hersteller die Differenzierung von 
C. albicans, C. tropicalis und anderen Candida-Spezies. Optimale Ergebnisse zeigen sich  
bei einer Inkubation bei 30°C über 24 bis 72 Stunden. C. albicans und C. dubliniensis 
zeigen grüne Färbungen. C. tropicalis prägt dunkelblaue und C. krusei rosa- bis braune 
Kolonien aus. Alle anderen Subspezies entwickeln beige, gelbe oder braune 
Schattierungen. Die Farbunterschiede sind in Tabelle 4.10 aufgelistet. Tabelle 4.9 zeigt die 
Zusammensetzung des chromogenen Mediums. Die chromogenen Substrate sind X-NAG 
(5-Bromo-4-chloro-3-indolyl N acetyl -D-glucosaminid), das von der Hexosaminidase 
der Subspezies C. albicans und C. dubliniensis abgebaut wird, und BCIP (5-Bromo-6-
chloro-3-indolyl phosphat p-toluidin salz), das dem  Nachweis der alkalischen Phosphatase 
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Tabelle 4.9 Zusammensetzung Brilliance Candida  
Zusammenfassend sind in Tabelle 4.10 die laut Herstellerangaben zu erwartenden 























rosa bis lila grün bis 
blaugrün 
grün 
C. dubliniensis - - - rosa bis lila - grün 









C. krusei weiß bis  
rosa 














C. parapsilosis weiß bis  
rosa 
- - - - beige/gelb/ 
braun 
C. tropicalis blau dunkel- bis 
metallicblau 







C. kefyr weiß bis  
rosa 
- rosa -  beige/gelb/ 
braun 
C. lusitaniae weiß bis  
rosa 
- rosa -  beige/gelb/ 
braun 
Tabelle 4.10 Farbausprägung der Candida-Spezies auf chromogenen Medien (Herstellerangaben) 
4.5 Fotografie: Stereomikroskop und AxioCam 
Die auf den chromogenen Medien angezüchteten Candida-Stämme wurden nach 24, 48 
und 72 Stunden unter dem Stereomikroskop STEMI 2000-CS (Zeiss) betrachtet und 
mithilfe der an das Gerät angeschlossenen Kamera AxioCam ICc1 (Zeiss) fotografiert. Die 
Bildverarbeitung am Computer erfolgte mit dem Programm AxioVision Release 4.7.1. 
(Zeiss). Im Vorfeld wurden die besten Fotografiebedingungen durch probatorisches 
Vorgehen ermittelt. Dafür wurden die beweglichen Lichtquellen, CL 1500 ECO (Zeiss), 
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optimal ausgerichtet und die in Tabelle 4.11 aufgeführten Kameraeinstellungen gewählt. 
Während der gesamten Untersuchung wurden diese Einstellungen nicht geändert.  
Das Scharfstellen des mikroskopischen Bildes erfolgte separat für jedes Foto. Aufgrund 
der Beleuchtung mit den mikroskopeigenen, flexiblen Lampen konnte die Kamera 
AxioCam Icc1 unabhängig vom einfallenden Tageslicht verwendet werden. 
Kameraattribut Eingestellter Wert 
Belichtung 
Weißabgleich: 
 Cyan - Red 
 Magenta - Green 
















Tabelle 4.11 Kameraeinstellungen der AxioCam Icc1 
4.6 Farbbestimmung: Pantone Matching System 
Zusätzlich zur Fotodokumentation erfolgte durch visuellen Vergleich mit Referenzfarben 
die Bestimmung der Koloniefärbung. Dafür wurde das Pantone Matching System ‚Pantone 
PLUS Formula Guide-Solid Uncoated‘, das 1677 Farben umfasst, verwendet.  
4.7 Statistische Auswertung 
Die visuell ermittelten Pantone-Farbwerte (Zahlencodes) wurden dokumentiert und 
zusammenfassend den entsprechenden Farbschattierungen zugeordnet. Tabelle 4.13 zeigt 
die Zuordnung der Farbcodes.  
Die statistische Auswertung wurde mithilfe binärer diagnostischer Tests durchgeführt. 
Aufgrund der Vielfalt der Färbungen wurde dafür eine Zusammenfassung der Farben 
vorgenommen. Diese erfolgte angepasst an die Ergebnisse der unterschiedlichen 
chromogenen Nährmedien separat für alle Medien. Für jede Candida-Spezies und Färbung 
wurden Vierfeldertafeln erstellt, die bei bekannter Subspezies die Ausprägung einer 
konkreten Farbe als Testkriterium nutzen. Es wurden Sensitivität, Spezifität, positiver und 
negativer prädikativer Wert sowie die Effektivität berechnet. Die Auswertung erfolgte nur 
für die Ergebnisse nach 48 und 72 Stunden, da nach 24 Stunden die Färbung der Kolonien 
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noch sehr schwach ausgeprägt war. Tabelle 4.12 zeigt exemplarisch die Vierfeldertafel  für 
C. albicans und die Färbung Grün nach 48 Stunden auf BBL CHROMagar Candida. Die 
Erstellung der Tabellen und die Auswertung erfolgten mit dem Programm Microsoft Excel. 
Test: BBL CHROMagar 
Candida, 48 Stunden 
Candida albicans 
liegt vor 






positiv 31 22 53 
negativ 1 47 48 
 gesamt 32 69 101 
Tabelle 4.12 Beispiel einer Vierfeldertafel für C. albicans und die Färbung Grün nach 48 Stunden 































331U, 338U, 344U, 345U, 351U, 352U, 353U, 572U, 573U, 358U, 359U, 
572U, 573U, 578U, 3245U, 3385U, 7464U, 7478U, 7485U 
326U, 339U, 340U, 346U, 347U, 354U, 355U, 360U, 576U, 577U, 618U, 
3258U,  3265U, 3268U, 3272U, 3278U,  3395U, 3405U, 361U,7479U, 
7480U, 7481U, 7482U, 7725U, Pantone Green U 
576U, 7473U, 7491U, 7495U, 7745U 









290U, 317U, 324U, 318U, 319U,  3105U, 3115U, 324U, 630U, 628U, 
3242U, 3245U, 3252U, 3255U, 7464U, 7465U, 7471U 
313U, 314U, 320U, 321U, 325U, 326U, 327U, 569U,  3125U, 3135U, 
3252U, 3262U, 3265U, 3272U, 3275U,  7460U, 7467U, 7709U, 7710U, 
7711U, 7716U   
308U, 315U, 322U, 323U, 328U, 329U, 330U, 634U, 3145U, 3155U, 





307U, 632U, 633U, 640U, 641U, 7704U, Pantone Process Blue U 
302U, 309U, 281U, 533U, 634U, 2955U, 7685U, 7705U, 7714U 






503U, 509U, 677U, 684U, 685U, 691U, 705U, 5035U, 7429U, 7430U, 
7479U 
500U, 501U, 507U, 508U, 679U, 680U, 686U, 687U, 694U, 4995U, 
5005U, 7431U, 7432U 







523U, 524U, 651U, 666U, 5155U, 5165U, 5175U,  5225U, 5235U, 5242U, 
5245U, 5295U, 7437U, 7445U 
521U, 667U, 766U, 5145U, 5215U, 5285U, 7440U, 7654U, 7655U, 
7656U,  7660U, 7661U, 7662U, 7663U, 7676U, 
520U, 260U, 519U, 520U, 668U,  2627U,  2765U, 5125U, 5135U, 7657U, 
7658U, 7659U,  7664U, 7665U 










480U, 481U, 482U, 719U, 7515U, 7562U, 7590U 
139U, 479U, 7510U, 7557U, 7573U, 7586U, 7587U 
477U, 7581U, 7575U, 7609U 
4755U, 7407U, 7555U, 7556U, 7563U, 7590U 
209U, 696U 
Tabelle 4.13 Zuordnung der Pantone-Farbcodes zu Farbschattierungen 
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5 Ergebnisse 
Die Anzucht der 101 Candida-Stämme erfolgte wie in Kapitel 4.4 beschrieben. Nach 24, 
48 und 72 Stunden wurde das Wachstum und der Farbumschlag fotografisch dokumentiert 
und eine visuelle Farbbestimmung vorgenommen (siehe Abschnitt 4.5 und 4.6). Für die 
statistische Auswertung wurden ausschließlich die Ergebnisse nach 48- und 72-stündiger 
Inkubation herangezogen und die zu diesen Zeitpunkten vorliegenden Farbschattierungen  
zusammengefasst. Eine Übersicht über die Ergebnisse findet sich im Anhang (Tabelle 9.2). 
5.1 MAST ID - CHROMagar Candida 
Bei der Anzucht der Candida-Stämme auf Mast ID - CHROMagar Candida fiel auf, dass 
C. africana, C. albicans und C. dubliniensis in türkisen und grünen Schattierungen 
wuchsen, C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis bildeten lila und 
rosa Färbungen aus. C. tropicalis unterschied sich, indem er zunächst lilafarbene und 
später zunehmend türkise bzw. blaue Färbungen ausprägte. 
Nach 24 Stunden wies C. africana ein spärliches weißes Wachstum auf. Auch nach 48 
Stunden blieb ein Stamm (14 %) weiß. Zwei Hefen (29 %) bildeten helltürkise, vier (57 %) 
mitteltürkise Kolonien aus. Im Verlauf intensivierten sich die Farben, sodass nach 72 
Stunden zwei Pilze (29 %) mitteltürkise und fünf (71 %) dunkeltürkise Färbungen zeigten 
(siehe Abbildung 5.1). Zudem fiel ein ungewöhnliches Wachstumsmuster auf. Ab einer 
gewissen Koloniegröße bildeten sich, wie in Abbildung 5.1 zu sehen, bei allen sieben 
Stämmen, ausgehend von einer runden Kolonieform, zipfelartige Ausläufer. Dieses Muster 
zeigte sich in unterschiedlich starker Ausprägung ausschließlich bei C. africana.  
   
Abbildung 5.1 C. africana auf MAST ID - CHROMagar Candida nach 24, 48 und 72 Stunden 
(von links nach rechts) 
Die anderen Subspezies wiesen eine runde Wuchsform auf. C. albicans präsentierte eine 
sehr inhomogene Farbverteilung, wie in Abbildung 5.2 zu sehen. Nach 24 Stunden lagen 
auf einer Agarplatte (3 %) weiße, auf 26 (81 %) hellgrüne und auf fünf (19 %) helltürkise 
Kolonien vor. Nach 48 Stunden wuchs C. albicans vor allem in Grüntönen. Ein Stamm 
(3 %) entwickelte hellgrüne und 23 (72 %) weitere mittelgrüne Färbungen. Außerdem 
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bildeten drei Pilze (9 %) hell-türkise, vier (13 %) mitteltürkise und einer (3 %) 
dunkeltürkise Kolonien aus. Nach 72 Stunden verlagerte sich die Farbverteilung in 
Richtung Türkis, sodass eine hellgrün (3 %), vier mittelgrün (12 %), eine dunkelgrün 
(3 %), sechs helltürkis (19 %), 15 mitteltürkis (47 %) und fünf dunkeltürkis (16 %) 
bewachsene Agarplatten vorlagen.  
   
   
   
Abbildung 5.2 Drei C. albicans-Stämme (von oben nach unten) auf MAST ID - CHROMagar 
Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Auch C. dubliniensis wies ein uneinheitliches Farbspektrum auf. Nach 24 Stunden hatte 
sich bei allen Stämmen noch keine Farbe ausgeprägt. Erst nach 48 Stunden fanden sich bei 
19 Pilzen (86 %) mittelgrüne und bei drei (14 %) mitteltürkise Kolonien. Nach 72 Stunden 
intensivierten sich die Farben und das Verteilungsmuster verschob sich, ähnlich wie bei 
C. albicans, zugunsten von Türkis. Es lagen zwei mittelgrün (9 %), acht dunkelgrün 
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Abbildung 5.3 Zwei C. dubliniensis-Stämme (von oben nach unten) auf  MAST ID - CHROMagar 
Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Drei der sechs C. glabrata-Stämme (50 %) wiesen nach 24 Stunden noch keine 
Farbentwicklung auf. Weitere drei (50 %) präsentierten sich helllila. Nach 48 Stunden 
prägten sich auf drei Agarplatten (50 %) dunkelrosa und auf drei weiteren (50 %) 
dunkellila Kolonien aus. Im Verlauf entwickelten zwei der drei dunkelrosa gewachsenen 
Pilze ebenfalls eine dunkellila Färbung, sodass nach 72 Stunden ein dunkelrosa (17 %) und 
fünf dunkellila gefärbte Stämme (83 %) vorlagen (siehe Abbildung 5.4). Auch C. 
guilliermondii wies nach 24 Stunden nur auf einer Agarplatte (14 %) hellrosa Kolonien 
auf. Alle weiteren sechs (86 %) zeigten eine weiße Färbung. Nach 48 Stunden fand sich 
die Rosafärbung bei fünf Stämmen (72 %) und nach 72 Stunden hatte alle Pilze eine rosa 
Schattierung angenommen. Darunter waren drei hellrosa (43 %), eine mittelrosa (14 %) 
und drei dunkelrosa (43 %) gefärbte Hefen (siehe Abbildung 5.4). Alle C. krusei-Stämme 
zeigten nach 24 Stunden ein hellrosa Wachstum. Nach 48 Stunden dunkelten sie zu einem 
Mittelrosa nach und im Verlauf der nächsten 24 Stunden entwickelte eine Hefe (20 %) eine 
mittelbraune Färbung (siehe Abbildung 5.4). Auffällig war außerdem die bei allen 
Stämmen auftretende flache, raue, großflächige Morphologie, die von keiner anderen 
untersuchten Subspezies auf diese Weise ausgebildet wurde. C. parapsilosis wies nach 24 
Stunden ein spärliches, weißes Wachstum auf. Auch nach 48 Stunden prägte nur ein 
Stamm (6 %) eine hellrosa Färbung aus. Nach 72 Stunden fanden sich auf fünf Agarplatten 
(29,5 %) hellrosa, auf fünf (29,5 %) mittelrosa und auf sieben (41 %) weiße Kolonien 
(siehe Abbildung 5.4).  
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Abbildung 5.4 C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis (von oben nach unten) 
auf MAST ID - CHROMagar Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Vier der fünf C. tropicalis-Stämme (80 %) wuchsen nach 24 Stunden in mittellila, einer 
(20 %) in dunkellila Farben. Nach 48 Stunden blieb ein Pilz (20 %) mittellila, einer (20 %) 
bildete helltürkise und ein weiterer (20 %) dunkeltürkise Kolonien aus. Zwei Stämme 
präsentierten sich Graublau. Nach 72 Stunden prägte ein Stamm (20 %) mitteltürkise und 
ein weiterer (20 %) dunkeltürkise Farben aus. Zwei Hefen zeigten blaue sowie eine 
graublaue Schattierungen (siehe Abbildung 5.5). Auffallend war, dass nach 48 Stunden 
drei der fünf C. tropicalis-Stämme einen deutlichen lilafarbenen Farbhof ausprägten, bei 
dem die Farbpigmente ausgehend von der Kolonie in die Umgebung diffundierten. Eine 
Hefe wies einen schwachen, eine weitere keinen Farbhof auf. Nach 72 Stunden verblasste 
dieses besondere Merkmal, sodass sich bei drei Pilzen ein schwacher und bei zwei kein 
Farbhof fand. 
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Abbildung 5.5 C. tropicalis auf MAST ID - CHROMagar Candida nach 24, 48 und 72 Stunden 
(von links nach rechts) 
Für die statistische Auswertung wurden die, in Tabelle 5.1 aufgeführten, 
Farbschattierungen und Werte genutzt. Eine ausführliche Darstellung der statistischen 
Ergebnisse zeigt Tabelle 5.2.   
Subspezies (Anzahl 
der Stämme) 
Grün Türkis Blau/-Grau Lila Rosa/Braun Weiß 
48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
C. africana (7) 0 0 6 7 0 0 0 0 0 0 1 0 
C. albicans (32) 24 6 8 26 0 0 0 0 0 0 0 0 
C. dubliniensis (22) 19 10 3 12 0 0 0 0 0 0 0 0 
C. glabrata (6) 0 0 0 0 0 0 3 5 3 1 0 0 
C. guilliermondii (7) 0 0 0 0 0 0 0 0 5 7 2 0 
C. krusei (5) 0 0 0 0 0 0 0 0 5 5 0 0 
C. parapsilosis (17) 0 0 0 0 0 0 0 0 1 10 16 7 
C. tropicalis (5) 0 0 2 2 2 3 1 0 0 0 0 0 
Tabelle 5.1 Färbung der untersuchten Candida-Stämme auf MAST ID - CHROMagar Candida  
Für den MAST ID - CHROMagar Candida-Agar wiesen die statistischen Ergebnisse 
darauf hin, dass keine Differenzierung von C. albicans und C. dubliniensis möglich ist. Es 
ergab sich eine Sensitivität und Spezifität von 0,75/0,19 und 0,72/0,86 für C. albicans 
sowie von 0,86/0,45 und 0,7/0,92 für C. dubliniensis (48/72 Stunden) bei geringen positiv 
prädikativen Vorhersagewerten. C. africana fiel durch die zipfelförmige Morphologie auf 
und erreichte dadurch eine Sensitivität und Spezifität von 1 nach 48/72 Stunden. 
C. glabrata bildete nach 48/72 Stunden einen hohen Anteil lilafarbener Kolonien aus. 
Dadurch ergaben sich Sensitivitäten von 0,5/0,83 und Spezifitäten von 0,99/1 bei einem 
ppV von 0,75/1. Der geringe ppV nach 48 Stunden kam durch das Auftreten eines 
lilafarbenen Stammes bei C. tropicalis zustande. C. krusei wies nach 48 Stunden für die 
Farbe Rosa eine hohe Effektivität bei gleichzeitig niedrigem ppV auf, da auch C. glabrata 
und C. parapsilosis rosafarbene Schattierungen ausprägten. C. parapsilosis bildete 
außerdem weiße Kolonien, sodass nach 48 Stunden eine Sensitivität von 0,94 und eine 
Spezifität von 0,96 für Weiß vorlagen. C. krusei konnte aufgrund der rauen Morphologie 
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mit einer  Sensitivität, Spezifität und Effektivität sowie einem  ppV und npV von 1 jedoch 
eindeutig identifiziert werden. C. tropicalis prägte als Einziger blaue bzw. blaugraue 
Färbungen aus, sodass sich nach 48/72 Stunden Sensitivitäten von 0,4/0,5 und Spezifitäten 
von je 1 ergaben. Zusätzlich trat ein braun-lilafarbener Ring auf. Dadurch lag nach 48/72 
Stunden eine Sensitivität von 0,8/0,6 und eine Spezifität von je 1 vor. 
  Sensitivität Spezifität ppV npV Effektivität 
Farbe/Spp. 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
Grün           
C. africana 0 0 0,54 0,83 0 0 0,88 0,92 0,5 0,77 
C. albicans  0,75 0,19 0,72 0,86 0,56 0,38 0,86 0,69 0,73 0,64 
C. dubliniensis  0,86 0,45 0,7 0,92 0,44 0,63 0,95 0,86 0,73 0,82 
Türkis           
C. africana 0,86 1 0,86 0,57 0,32 0,15 0,99 1 0,86 0,6 
C. albicans  0,25 0,81 0,84 0,7 0,42 0,55 0,71 0,89 0,65 0,73 
C. dubliniensis  0,14 0,55 0,8 0,56 0,16 0,26 0,77 0,81 0,65 0,55 
C. tropicalis 0,4 0,4 0,82 0,53 0,11 0,04 0,96 0,94 0,8 0,52 
Blau/Blaugrau 
C. tropicalis 0,4 0,6 1 1 1 1 0,97 0,97 0,97 0,98 
Lila           
C. glabrata 0,5 0,83 0,99 1 0,75 1 0,97 0,99 0,96 0,99 
C. tropicalis 0,2 0 0,97 0,95 0,25 0 0,96 0,95 0,93 0,9 
Rosa/Braun           
C. glabrata 0,5 0,17 0,88 0,77 0,21 0,04 0,97 0,94 0,86 0,73 
C. guilliermondii 0,71 1 0,9 0,83 0,36 0,3 0,98 1 0,89 0,84 
C. krusei 1 1 0,91 0,81 0,36 0,22 1 1 0,91 0,82 
C. parapsilosis 0,06 0,59 0,84 0,85 0,07 0,43 0,82 0,91 0,71 0,8 
Weiß           
C. africana 0,14 0 0,81 0,93 0,05 0 0,93 0,93 0,76 0,86 
C. guilliermondii 0,29 0 0,82 0,93 0,11 0 0,93 0,93 0,78 0,86 








































Tabelle 5.2 Statistische Auswertung der auf MAST ID - CHROMagar Candida ausgeprägten 
Färbungen nach 48 und 72 Stunden 
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5.2 BBL CHROMagar Candida 
Auf dem BBL CHROMagar Candida zeigte sich in der Farbausprägung nach 24, 48 und 72 
Stunden eine Zweiteilung unter den Candida-Subspezies. Alle C. africana-, C. albicans- 
und C. dubliniensis-Stämme wiesen verschiedene Schattierungen von Grün oder Türkis 
auf. Die getesteten C. glabrata-, C. guilliermondii-, C. krusei- und C. parapsilosis-Stämme 
hingegen wuchsen in lila, rosa und braunen Farben. C. tropicalis nahm eine Sonderstellung 
ein, da er sich zunächst lila und im Verlauf türkis färbte. 
Sechs der sieben untersuchten C. africana-Stämme (86 %) wiesen nach 24 Stunden keinen 
Farbumschlag auf, das heißt, sie präsentierten sich als kleinste, durchsichtige Kolonien. 
Eine Hefe (14 %) zeigte zu diesem Zeitpunkt kein Wachstum. Nach 48 Stunden waren alle 
Stämme angewachsen. Davon waren drei (43 %) weiterhin farblos. Auf vier Agarplatten 
(57 %) hatte sich eine hell- bis mitteltürkise Färbung entwickelt, die sich nach 72 Stunden 
auf allen Platten ausprägte und z.T. intensivierte, sodass die Kolonien mittel- bis 
dunkeltürkis waren (siehe Abbildung 5.6). Zudem fiel ein ungewöhnliches 
Wachstumsmuster auf. Ab einer gewissen Koloniegröße bildeten sich, genau wie auf dem 
MAST ID – CHROMagar Candida, bei allen sieben Stämmen, ausgehend von einer runden 
Wuchsform, zipfelartige Ausläufer. Dieses Muster zeigte sich in unterschiedlich starker 
Ausprägung ausschließlich bei der Anzucht von C. africana.  
   
Abbildung 5.6  C. africana auf BBL CHROMagar Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links 
nach rechts) 
Alle 32 C. albicans-Stämme zeigten bereits nach 24 Stunden ein Wachstum und 
Farbumschlag nach Hellgrün bzw. Helltürkis, wobei diese Farben ausschließlich im 
direkten Vergleich oder mit dem Pantone  Matching System voneinander zu unterscheiden 
waren. Nach 48 Stunden wiesen 31 der 32 Hefen (97 %) verschiedene Grüntöne von Hell- 
bis Dunkelgrün auf. Dabei war Mittelgrün mit 66 % am stärksten vertreten. Ein Stamm 
(3 %) wuchs in mitteltürkisen Schattierungen. In den nächsten 24 Stunden dunkelte die 
Grünfärbung nach, sodass weniger hellgrüne (22 %) und mittelgrüne (33 %), jedoch mehr 
dunkelgrüne (19 %) Kolonien zu sehen waren. Zudem färbten sich acht Stämme (25 %) 
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türkis ein. Insgesamt fiel bei C. albicans die inhomogene Verteilung der 
Farbschattierungen von Grün und Türkis, auch im Verlauf, auf (siehe Abbildung 5.7).  
   
   
   
Abbildung 5.7 Drei C. albicans-Stämme (von oben nach unten) auf BBL CHROMagar Candida 
nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Ähnlich wie bei C. africana fand sich bei C. dubliniensis nach 24 Stunden bei 18 der 22 
Stämme (82 %) zunächst keine Farbausprägung. Nur vier Hefen (18 %) entwickelten eine 
hellgrüne Färbung. Innerhalb der folgenden 24 Stunden prägten alle Kolonien ein 
Grünfärbung aus, die sich sowohl nach 48 als auch nach 72 Stunden vor allem als 
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Abbildung 5.8 Zwei C. dubliniensis-Stämme (von oben nach unten) auf BBL CHROMagar 
Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
C. glabrata bildete in 83 % der Fälle nach 24 Stunden noch keine Färbung. Nur einer der 
sechs Stämme (17 %) zeigte eine hellrosa bis hellbraune Farbe, die nach 48 Stunden bei 
zwei Stämmen (33 %) zu finden war. Vier (67 %) weitere präsentierten sich mittelrosa. 
Nach 72 Stunden intensivierte sich die Färbung, sodass sich auf einer Agarplatte mittelrosa 
(17 %), auf zwei dunkelrosa (33 %), auf einer lila (17 %) und auf zwei Weiteren 
hellbraune (33 %) Kolonien fanden (siehe Abbildung 5.9). C. guilliermondii bildete nach 24 
Stunden ausschließlich weiße Kolonien, die sich im Verlauf auf einer Platte mittelrosa 
(14 %), auf vier helllila (57 %) und auf einer mittellila (14 %) färbten. Nach 72 Stunden 
zeigte sich weiterhin ein mittelrosa Stamm (14 %). Alle anderen Hefen (86 %) prägten 
mittellilafarbene Schattierungen aus (siehe Abbildung 5.9). Alle C. krusei-Stämme wiesen 
bereits nach 24 Stunden eine rosa Färbung auf. Davon waren vier hellrosa (80 %) und einer 
mittelrosa (20 %). Nach weiterer Bebrütung prägten vier Stämme (80 %) eine mittelrosa 
Farbe aus. Eine Kolonie (20 %) wuchs dunkelrosa und verblasste, wie alle C. krusei-
Stämme, nach 72 Stunden farblich zu einem Mittelrosa (siehe Abbildung 5.9). Ein 
C. parapsilosis-Stamm (6 %) zeigte zunächst kein und weitere 16 Stämme (94 %) ein 
spärliches, weißes Wachstum. Auch nach 48 Stunden hatten sich noch keine 
Einzelkolonien entwickelt. Erst nach 72 Stunden konnte bei 14 Hefen (82 %) ein 
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Abbildung 5.9 C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis (von oben nach unten) 
auf BBL CHROMagar Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Nach 24 Stunden wies ein C. tropicalis-Stamm (20 %) eine mittellila und vier weitere 
(80 %) eine lila-graue Farbe auf. Im Verlauf der nächsten 24 Stunden färbten sich alle 
Pilze dunkelblau-türkis ein. Nach 72 Stunden waren auf vier Agarplatten (80 %) 
dunkelblau-türkis und auf einer (20 %) mittelblaue Kolonien zu finden. Auffallend war, 
dass nach 48 Stunden vier der fünf C. tropicalis-Stämme einen lilafarbenen Farbhof 
ausprägten, bei dem die Farbpigmente ausgehend von der Kolonie in die Umgebung 
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Abbildung 5.10 C. tropicalis auf BBL CHROMagar Candida nach 24 und 48 sowie, in zwei 
Aufnahmen verschiedener Kolonien desselben Stammes, nach 72 Stunden (von links nach rechts) 
Für die statistische Auswertung wurden die in Tabelle 5.3 aufgeführten Farbschattierungen 




Grün Türkis Blau/Türkis Lila Rosa/Braun Weiß 
48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
C. africana (7) 0 0 4 7 0 0 0 0 0 0 3 0 
C. albicans (32) 31 24 1 8 0 0 0 0 0 0 0 0 
C. dubliniensis (22) 22 22 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
C. glabrata (6) 0 0 0 0 0 0 0 1 6 5 0 0 
C. guilliermondii (7) 0 0 0 0 0 0 5 6 1 1 1 0 
C. krusei (5) 0 0 0 0 0 0 0 0 5 5 0 0 
C. parapsilosis (17) 0 0 0 0 0 0 0 0 0 14 17 3 
C. tropicalis (5) 0 0 0 0 5 5 0 0 0 0 0 0 
Tabelle 5.3 Färbung der untersuchten Candida-Stämme auf BBL CHROMagar Candida 
Die statistischen Ergebnisse des BBL CHROMagar Candida wiesen auf eine fehlende 
Differenzierbarkeit von C. albicans und C. dubliniensis hin. Für die Farbe Grün zeigte sich 
eine Sensitivität und Spezifität von 0,97/0,75 und je 0,68 für C. albicans sowie je 1 und 
0,61/0,7 für C. dubliniensis (48/72 Stunden) bei niedrigen positiv prädikativen Werten von 
0,42 bis 0,58. C. africana unterschied sich vor allem durch das zipfelförmige Wachstum, 
das Werte von je 1 für Sensitivität, Spezifität, ppV, npV und Effektivität aufwies. Die drei 
Subspezies zeigten als Einzige ein Farbspektrum von grün bis türkis, sodass sich eine 
gruppierte Sensitivität und Spezifität von 0,95/1 und je 1 ergab (48/72 Stunden). Die 
statistischen Ergebnisse für C. glabrata, C. krusei und C. parapsilosis deuteten auf eine 
fehlende Differenzierbarkeit hin. C. krusei konnte jedoch aufgrund der typischen rauen 
Wachstumsform eine Sensitivität und Spezifität von je 1 (48/72 Stunden) erlangen. 
C. guilliermondii zeigte einen hohen Anteil lilafarbener Kolonien und erreichte dadurch 
eine Sensitivität und Spezifität von 0,71/0,86 und 1/0,99 (48/72 Stunden). C. tropicalis 
bildete als einzige Subspezies blaue/blau-türkise Schattierungen aus und konnte deshalb 
mit einer Sensitivität und Spezifität von je 1 von allen andern Subspezies unterschieden 
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werden. Zusätzlich trat ein charakteristischer braun-lilafarbener, die Kolonie umgebender 
Ring mit eine Sensitivität von 0,8/1 und eine Spezifität von je 1 nach 48/72 Stunden auf. 
 Sensitivität Spezifität ppV npV Effektivität 
Farbe/ Spp. 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
Grün           
C. africana 0 0 0,44 0,51 0 0 0,85 0,87 0,41 0,48 
 C. albicans 0,97 0,75 0,68 0,68 0,58 0,52 0,98 0,85 0,77 0,7 
 C. dubliniensis 1 1 0,61 0,7 0,42 0,48 1 1 0,69 0,76 
Türkis           
C. africana 0,57 1 0,99 0,91 0,8 0,47 0,97 1 0,96 0,92 
C. albicans 0,03 0,25 0,94 0,9 0,2 0,53 0,68 0,72 0,65 0,69 
C. dubliniensis 0 0 0,94 0,8 0 0 0,77 0,74 0,73 0,62 
Lila           
C. glabrata 0 0,17 0,95 0,94 0 0,14 0,94 0,95 0,89 0,89 
C. guilliermondii 0,71 0,86 1 0,99 1 0,86 0,98 0,99 0,98 0,98 
Rosa/Braun           
C. glabrata 1 0,84 0,94 0,79 0,5 0,2 1 0,99 0,94 0,79 
C. guilliermondii 0,14 0,14 0,88 0,74 0,08 0,04 0,93 0,92 0,83 0,70 
C. krusei  1 1 0,93 0,8 0,42 0,2 1 1 0,93 0,8 
C. parapsilosis 0 0,82 0,86 0,87 0 0,56 0,81 0,96 0,71 0,86 
Blau/Türkis           
C. tropicalis 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 
Weiß           
C. africana 0,43 0 0,81 0,97 0,14 0 0,95 0,93 0,78 0,9 
C. guilliermondii 0,14 0 0,79 0,97 0,05 0 0,93 0,93 0,74 0,9 







































Tabelle 5.4 Statistische Auswertung der auf BBL CHROMagar Candida ausgeprägten Färbungen 
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5.3  chromID Candida   
Bei der Anzucht der Candida-Spezies auf chromID Candida fiel auf, dass sich 
ausschließlich bei C. africana, C. albicans, C. dubliniensis und C. guilliermondii eine 
bunte Färbung ausprägte. Dabei zeigten C. africana, C. albicans und C. dubliniensis blaue 
bis türkisfe Schattierungen und C. guilliermondii sowie C. tropicalis eine rosa Färbung. 
Die Kolonien der C. glabrata-, C. krusei- und C. parapsilosis-Stämme blieben über den 
gesamten Beobachtungszeitraum weiß.  
Alle C. africana-Stämme wiesen nach 24 und 48 Stunden farblose Kolonien auf. Erst nach 
48 Stunden entwickelten sich voneinander abgrenzbare, makroskopisch farblose 
Einzelkolonien, die nach 72 Stunden bei sechs Hefen (68 %) eine mitteltürkise Färbung 
und bei einer eine helltürkise Färbung angenommen hatten (siehe Abbildung 5.11).  
   
Abbildung 5.11 C. africana auf chromID Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach 
rechts) 
Die C. albicans-Kolonien wiesen bereits nach 24 Stunden zu 28 % (9) ein helltürkises und 
zu 72 % (23) ein mitteltürkises Wachstum auf. Im Verlauf intensivierten sich die Farben, 
sodass sich nach 48 Stunden zwölf Stämme mitteltürkis (38 %), einer dunkeltürkis (3 %), 
18 mittelblau (56 %) und ein weiterer dunkelblau (3 %) präsentierten. Nach 72 Stunden 
lagen 14 mitteltürkise (44 %), ein dunkeltürkiser (3 %), 16 mittelblaue (50 %) und ein 
dunkelblauer (3 %) Pilz vor. Die farbliche Differenzierung zwischen Türkis und Blau war 
in diesem Fall nur im direkten Vergleich oder mit dem Pantone Matching System möglich, 
sodass die Farben Mitteltürkis und Mittelblau sowie Dunkeltürkis und Dunkelblau 
zusammengefasst werden können. Daraus ergibt sich eine prozentuale Verteilung nach 48 
sowie 72 Stunden von 94 % (30) mitteltürkis-blauer und 6 % (2) dunkeltürkis-blauer 
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Abbildung 5.12 Zwei C. albicans-Stämme (von oben nach unten) auf chromID Candida nach 24, 
48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Alle C. dubliniensis-Stämme zeigten nach 24 Stunden eine helltürkise Färbung. Im Verlauf 
entwickelten 13 Pilze (59 %) mitteltürkise und neun (41 %) dunkeltürkise Schattierungen. 
Nach 72 Stunden waren die dunkeltürkis gewachsenen Kolonien wieder abgeblasst, sodass 
alle eine mitteltürkise Färbung aufwiesen (siehe Abbildung 5.13).  
   
Abbildung 5.13 C. dubliniensis auf chromID Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach 
rechts) 
Nach 24 Stunden fand sich bei sieben C. guilliermondii-Stämmen (100 %) eine weiße 
Färbung. Nach 48 Stunden waren zwei Pilze (29 %) weiß und fünf (71 %) hatten eine 
hellrosa Schattierung angenommen. Nach weiteren 24 Stunden fanden sich auf einer 
Agarplatte weiße (14 %) und auf sechs (86 %) hellrosa Kolonien (siehe Abbildung 5.14). 
Bei vier der fünf C. krusei-Stämme, die alle eine weiße Färbung ausbildeten, fiel bereits 
nach 24 Stunden die typische, raue Morphologie auf. Ein Stamm zeigte über den gesamten 
Beobachtungszeitraum kleinere, glatte, scharf umrandete Kolonien. C. tropicalis zeigte 
nach 24 Stunden drei weiße (60 %) und zwei hellrosa (40 %) Färbungen. Nach 48 Stunden 
hatten sich zwei Stämme (40 %) hellrosa und drei (60 %) mittelrosa gefärbt. Im Verlauf 
dunkelten die Farben nach, sodass nach 72 Stunden ein hellrosa Pilz (20 %), drei mittelrosa 
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Pilze (60 %) und ein dunkelrosa Pilz (20 %) vorlagen. Drei der fünf C. tropicalis-Stämme 
zeigten ein raue Oberfläche, wobei eine Hefe großflächige Kolonien, ähnlich denen von 
C. krusei, bildete (siehe Abbildung 5.14). 
   
   
 
 
   
   
   
Abbildung 5.14 C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei, C. parapsilosis und C. tropicalis (von 
oben nach unten)  auf chromID Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
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Für die statistische Auswertung wurden die in Tabelle 5.5 aufgeführten Farbschattierungen 
und Werte genutzt. Eine ausführliche Darstellung der statistischen Ergebnisse zeigt Tabelle 
5.6.   
Subspezies (Anzahl der 
Stämme) 
Türkis/Blau Rosa Weiß 
48h 72h 48h 72h 48h 72h 
C. africana (7) 0 7 0 0 0 0 
C. albicans (32) 32 32 0 0 0 0 
C. dubliniensis (22) 22 22 0 0 0 0 
C. glabrata (6) 0 0 0 0 6 6 
C. guilliermondii (7) 0 0 5 6 2 1 
C. krusei (5) 0 0 0 0 5 5 
C. parapsilosis (17) 0 0 0 0 17 17 
C. tropicalis (5) 0 0 5 5 0 0 
Tabelle 5.5 Färbung der untersuchten Candida-Stämme auf chromID Candida Agar 
Die statistischen Ergebnisse für C. albicans, C. dubliniensis und C. africana auf chromID 
Candida ließen auf eine fehlende Differenzierbarkeit dieser Subspezies schließen. 
C. albicans erreichte eine Sensitivität und Spezifität von je 1 und 0,68/0,58, C. dubliniensis 
von je 1 und 0,59/0,51 (48/72 Stunden). Auffällig war, dass C. africana erst nach 72 
Stunden eine Koloniefärbung ausbildete, die jedoch mit einer Sensitivität und Spezifität 
von 1 und 0,43 keine Identifizierung zuließ. Da diese Subspezies als einzige der getesteten 
Stämme diese Färbung aufwiesen, ergab sie eine gruppierte Sensitivität und Spezifität von 
0,89/1 und je 1 nach 48/72 Stunden. Auch C. glabrata, C. guilliermondii, C. parapsilosis 
und C. tropicalis konnten nicht sicher voneinander unterschieden werden. C. krusei wies 
farblich kein Alleinstellungsmerkmal auf. Aufgrund der typischen morphologischen 
Eigenschaften ergaben sich aber Werte von 0,8 für die Sensitivität und 0,99 für die 
Spezifität. C. tropicalis zeigte für die Farbe Rosa eine Sensitivität und Spezifität von je 1 
und 0,95/0,94 (48/72 Stunden). Der geringe ppV verwies jedoch auf das Auftreten 
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 Sensitivität Spezifität ppV npV Effektivität 
Farbe/Spp. 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
Türkis/Blau           
C. africana 0 1 0,43 0,43 0 0,11 0,85 1 0,4 0,47 
C. albicans  1 1 0,68 0,58 0,59 0,52 1 1 0,78 0,71 
C. dubliniensis  1 1 0,59 0,51 0,41 0,36 1 1 0,68 0,61 
Rosa           
C. guilliermondii 0,71 0,86 0,95 0,95 0,5 0,55 0,98 0,99 0,93 0,94 
C. tropicalis 1 1 0,95 0,94 0,5 0,45 1 1 0,95 0,94 
Weiß           
C. glabrata 1 1 0,75 0,76 0,2 0,21 1 1 0,76 0,77 
C. guilliermondii 0,29 0,14 0,7 0,7 0,07 0,03 0,93 0,92 0,67 0,66 
C. krusei  1 1 0,74 0,75 0,17 0,17 1 1 0,75 0,76 





















Tabelle 5.6 Statistische Auswertung der auf chromID Candida ausgeprägten Färbungen nach 48 
und 72 Stunden  
5.4 CandiSelect 4 
Die Farbausprägungen der Candida-Kolonien auf CandiSelect 4 wiesen eine Zweiteilung 
auf. C. africana, C. albicans und C. dubliniensis wuchsen in lila und rosa Farben und 
prägten parallel dazu nach 72 Stunden z.T. türkise Schattierungen aus. C. glabrata, 
C. guilliermondii, C. krusei, C. parapsilosis und C. tropicalis zeigten von Beginn an ein 
türkisfes Wachstum.  
Auffällig war, dass nach 72 Stunden eine gute Differenzierung von  C. africana gegenüber 
C. albicans und C. dubliniensis möglich war. Auch C. dubliniensis zeigte nach 72 Stunden 
farbliche Besonderheiten, die ihn von C. africana und C. albicans unterschieden. Alle        
C. africana-Stämme wiesen nach 24 Stunden zunächst ein spärliches Wachstum ohne 
Farbentwicklung auf. Nach 48 Stunden hatten drei Kulturen (43 %) eine mittellila, drei 
(43 %) eine dunkellila und eine (14 %) eine dunkeltürkise Färbung entwickelt. Im Verlauf 
färbten sich weitere Stämme blau bzw. türkis ein, sodass sich nach 72 Stunden auf vier 
Agarplatten dunkelblaue (57 %), auf zwei dunkeltürkise (29 %) und auf einer dunkellila 
(14 %) Kolonien fanden. Die Farbe diffundierte bei sechs von sieben Stämmen ausgehend 
von der Kolonie in den umliegenden Agar und bildete einen Farbhof. Dunkeltürkis und 
Dunkelblau ähnelten sich stark und können deshalb zusammengefasst werden. Daraus 
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ergeben sich für die Messung nach 72 Stunden sechs dunkeltürkis-blaue Stämme (86 %) 
und ein (14 %) dunkellila gefärbter Stamm. Zusätzlich zeigten nach 48 Stunden fünf 
(71 %) und nach 72 Stunden alle Stämme (100 %) eine zipfelförmige Morphologie (siehe 
Abbildung 5.15).  
   
   
Abbildung 5.15 Zwei C. africana-Stämme (von oben nach unten) auf CandiSelect 4 nach 24, 48 
und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Bei C. albicans war schon nach 24 Stunden in 50  % der Fälle (16) ein helllila und in 
weiteren 50 % (16) ein mittellila Wachstum zu verzeichnen. Nach 48 Stunden lag ein 
Farbspektrum von Rosa bis Lila vor, mit einer helllila (3 %) gefärbten Hefe sowie acht 
mittelrosa (25 %), fünf dunkelrosa (16 %), sechs mittellila (19 %) und zwölf dunkellila 
gefärbten Hefen (37 %). Im Verlauf verblasste die Farbintensität leicht. Nach 72 Stunden 
fanden sich 25 helllila Stämme (78 %). Drei Stämme (9 %) wiesen weiter eine mittellila 
und vier (13 %) eine dunkellila Schattierung auf. Bei allen Hefen zeigte sich nach 48 und 
72 Stunden eine lilafarbener Farbhof (siehe Abbildung 5.16). 
   
Abbildung 5.16 C. albicans auf CandiSelect 4 nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
C. dubliniensis bildete zeitiger eine intensive Farbausprägungen als C. africana, jedoch 
später als C. albicans. Nach 24 Stunden war eine Kolonie (5 %) weiß geblieben. 13 (59 %) 
hatten eine hellrosa und acht eine helllila Farbe (36 %) entwickelt. Hellrosa und Helllila 
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waren nur im direkten Vergleich oder mit dem Pantone Matching System voneinander zu 
unterscheiden, weshalb sie zusammengefasst werden können. Nach 48 Stunden fanden sich 
sieben mittelrosa (32 %), vier helllila (18 %) und zehn mittellila Pilze (45 %) sowie ein 
dunkellila Pilz (5 %). Zusätzlich färbten sich auf einer Platte einige Kolonien dunkelblau. 
Dieses Phänomen trat nach 72 Stunden verstärkt auf. Es fanden sich auf einer Agarplatte 
Kolonien verschiedener Farben oder eine Kolonie trug zwei Farben. 21 Stämme (95 %) 
wiesen ein zweifarbiges Wachstum von mittellila/mitteltürkiser Färbung auf. Dabei war 
ein lila Zentrum ringförmig von einem türkisen Rand umgeben. Mit Ausnahme von drei 
der zweifarbig wachsenden Kulturen fanden sich auf den Agarplatten auch andersfarbige 
Kolonien. Zusätzlich zeigten sich bei 14 Stämmen mittellila Kolonien, bei einem 
dunkellila, bei einem weiteren dunkelblaue, bei einem dritten mittellila sowie dunkelblaue 
und bei einem vierten zweifarbige dunkeltürkise/dunkellila Kolonien. Ein Stamm (5 %) 
prägte ebenfalls ein zweifarbiges, ringförmig angeordnetes Muster aber mit einem 
dunkelblauen Zentrum und blass türkis- bis lilafarbenen Rand aus. Auffallend war 
außerdem, dass nach 48 Stunden bei allen Stämmen, genau wie bei C. albicans, ein 
Farbhof zu sehen war. Mit zunehmender Türkis-/Blaufärbung verschwand dieser jedoch 
(siehe Abbildung 5.17).  
    
    
    
Abbildung 5.17 Drei C. dubliniensis-Stämme (von oben nach unten) auf CandiSelect 4 nach 24 
und 48 sowie, in zwei Aufnahmen verschiedener Kolonien desselben Stammes, nach 72 Stunden 
(von links nach rechts) 
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C. glabrata zeigte nach 24 Stunden noch keine Farbentwicklung. Auch nach 48 Stunden 
blieben zwei Stämme (33 %) weiß und vier (67 %) entwickelten eine hellgrüne/-türkise 
Färbung, die nach 72 Stunden alle Pilze annahmen (siehe Abbildung 5.18). Auch bei 
C. guilliermondii blieben vier Kolonien (57 %) zunächst weiß, während sich drei weitere 
(43 %) helltürkis färbten. Im Verlauf dunkelten alle Stämme nach, sodass nach 48 Stunden 
vier helltürkise (57 %) sowie drei mitteltürkise (43 %) und nach 72 Stunden sieben 
mitteltürkise Stämme (100 %) vorlagen (siehe Abbildung 5.18). Auffallend war dabei, dass 
nach 48 bzw. 72 Stunden bei drei Stämmen (43 %) ein kräftiger türkiser Farbhof vorlag. 
C. krusei zeigte bereits nach 24 Stunden auf vier Agarplatten eine Farbentwicklung zu 
Helltürkis und auf einer (20 %) zu Mitteltürkis. Nach 48 Stunden fanden sich bei allen 
Pilzen mitteltürkise Schattierungen, was sich auch nach 72 Stunden so darstellte. Bereits 
nach 24 Stunden fiel bei allen Stämmen die typische raue Morphologie auf (siehe 
Abbildung 5.18). Bei C. parapsilosis war nach 24 Stunden ein spärliches weißes 
Wachstum zu verzeichnen. Im Verlauf färbten sich 16 der 17 Stämme (94 %) hellgrün. 
Nach 72 Stunden waren weiterhin 13 Pilze (76 %) hellgrün und vier (24 %) helltürkis. 
Hellgrün und Helltürkis ließen sich nur im direkten Vergleich oder mit dem Pantone 
Matching System unterscheiden und können deshalb zusammengefasst werden. Das heißt 
alle Stämme prägten eine hellgrün/-türkise Färbung aus (siehe Abbildung 5.18). Nach 24 
Stunden färbten sich drei C. tropicalis-Stämme (60 %) helltürkis und weitere zwei (40 %) 
mitteltürkis. Im Verlauf dunkelten die Farben nach, sodass nach 48 und 72 Stunden vier 
Agarplatten (80 %) mit mitteltürkisen und eine (20 %) mit dunkeltürkisen Kolonien 
bewachsen waren. Auch C. tropicalis bildete in vier von fünf Fällen einen Farbhof aus. 
Drei der fünf C. tropicalis-Stämme zeigten ein raue Oberfläche, wobei eine Hefe 
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Abbildung 5.18 C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei, C. parapsilosis und C. tropicalis (von 
oben nach unten) auf CandiSelect 4 nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Für die statistische Auswertung wurden die in Tabelle 5.7 aufgeführten Farbschattierungen 
und Werte genutzt. Eine ausführliche Darstellung der statistischen Ergebnisse zeigt Tabelle 
5.8.   
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Subspezies (Anzahl 








blau Lila Rosa 
Lila + 
Türkis Weiß 
48h 72h 48h 72h 72h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
C. africana (7) 0 0 0 0 1 6 6 1 0 0 0 0 0 0 
C. albicans (32) 0 0 0 0 0 0 19 32 13 0 0 0 0 0 
C. dubliniensis (22) 0 0 0 0 0 1 15 0 7 0 0 21 0 0 
C. glabrata (6) 4 6 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 
C. guilliermondii (7) 4 0 3 7 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
C. krusei (5) 0 0 5 5 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
C. parapsilosis (17) 16 17 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 
C. tropicalis (5) 0 0 5 5 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tabelle 5.7 Färbung der untersuchten Candida-Stämme auf CandiSelect 4 
Statistisch fielen für CandiSelect 4 die eindeutigen Werte von C. africana,  C. albicans und 
C. dubliniensis nach 72 Stunden auf, die auf eine Differenzierbarkeit der drei Subspezies 
hindeuteten. C. africana wies nach 48 bzw. 72 Stunden eine Sensitivität und Spezifität von 
0,14/0,86 und 1/0,99 für die Farbe Dunkel-Türkisblau auf. Aufgrund des zipfelförmigen 
Wachstums ergab sich eine Sensitivität und Spezifität von 0,7/1 und je 1 nach 48/72 
Stunden. Bei C. albicans fanden sich für die Farbe Lila nach 72 Stunden Werte von 1 und 
0,99 für Sensitivität und Spezifität. Vom Hersteller wird für C. albicans eine 
Farbausprägung von Rosa bis Lila angegeben. Nach Zusammenfassung der ermittelten 
Ergebnisse von C. albicans für Rosa und Lila, lagen Werte von je 1 und 0,59/0,99 (48/72 
Stunden) für Sensitivität und Spezifität vor. Das zweifarbige Wachstum Türkis/Lila von 
C. dubliniensis ergab nach 72 Stunden eine Sensitivität und Spezifität von 0,95 und 1. 
C. glabrata und C. parapsilosis bildeten nach 48 und 72 Stunden ausschließlich 
helltürkise/-grüne oder weiße Färbungen aus. Deshalb war trotz hoher Sensitivität und 
Spezifität von C. parapsilosis (48 Stunden) keine Unterscheidung zwischen diesen beiden 
Subspezies möglich, was sich auch am niedrigen ppV von 0,2/0,38 (C. glabrata/ 
C. parapsilosis) bemerkbar machte. C. krusei und C. tropicalis wiesen für Mittel-
/Dunkeltürkis eine hohe Sensitivität und Spezifität von je 1 und 0,88 nach 48/72 Stunden 
auf. Der geringe ppV (je 0,38) deutete aber auf eine fehlende Differenzierbarkeit mittels 
Farbe hin. Unter Beachtung der typischen rauen Morphologie ergab sich für C. krusei 
jedoch eine Sensitivität und Spezifität von 1 und 0,99 bei einem ppV von 0,83. 
Durchgehend Werte von 1 lagen nicht vor, da ein C. tropicalis-Stamm eine Morphologie 
zeigte, die der von C. krusei stark ähnelte. C. guilliermondii nahm farblich eine 
Zwischenstellung ein, da er hell- bis mitteltürkise Kolonien ausbildete. 
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 Sensitivität Spezifität ppV npV Effektivität 
Farbe/Spp. 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
Helltürkis/-grün           
C. glabrata 0,67 1 0,79 0,82 0,17 0,26 0,97 1 0,78 0,83 
C. guilliermondii 0,57 0 0,79 0,76 0,17 0 0,96 0,91 0,77 0,7 
C. parapsilosis 0,94 1 0,9 0,93 0,67 0,74 0,99 1 0,91 0,94 
Mittel-/Dunkel-
Türkis  
          
C. guilliermondii 0,43 1 0,89 0,89 0,23 0,41 0,95 1 0,86 0,9 
C . krusei 1 1 0,88 0,88 0,29 0,29 1 1 0,88 0,88 
C. tropicalis 1 1 0,88 0,88 0,29 0,29 1 1 0,88 0,88 
Dunkel-  
Türkis/Blau            
C. africana 0,14 0,86 1 0,99 1 0,86 0,94 0,99 0,94 0,98 
C. dubliniensis  0 0,05 0,99 0,92 0 0,14 0,78 0,78 0,77 0,73 
Lila           
C. africana 0,86 0,14 0,64 0,66 0,15 0,03 0,98 0,91 0,65 0,62 
C. albicans  0,59 1 0,7 0,99 0,48 0,97 0,79 1 0,66 0,99 
C. dubliniensis  0,68 0 0,68 0,58 0,38 0 0,89 0,68 0,68 0,46 
Rosa           
C. albicans  0,41 0 0,9 1 0,65 - 0,77 0,68 0,74 0,68 
C. dubliniensis  0,32 0 0,84 1 0,35 - 0,81 0,78 0,72 0,78 
Zweifarbig  
Türkis + Lila           
C. dubliniensis  0 0,95 1 1 - 1 0,78 0,99 0,78 0,99 
Weiß           
C. glabrata 0,33 0 0,99 1 0,67 - 0,96 0,94 0,95 0,94 




























Tabelle 5.8 Statistische Auswertung der auf CandiSelect 4 ausgeprägten Färbungen nach 48 und 72 
Stunden 
5.5 Candida-Ident-Agar 
Bei der Anzucht der Candida-Spezies auf Candida-Ident-Agar zeigte sich nach 24, 48 und 
72 Stunden eine farbliche Zweiteilung. Alle C. africana-, C. albicans- und C. dubliniensis-
Stämme wiesen verschieden Schattierungen von Grün oder Türkis auf. C. glabrata, 
C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis hingegen wuchsen in Weiß und 
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Beigetönen. C tropicalis nimmt eine Sonderstellung ein, da er zunächst in beigefarbenen 
Färbungen wuchs, die sich im Verlauf in Grün- und Türkistöne umwandelten. 
Nach 24 Stunden wies C. africana ein spärliches, farbloses bzw. kein Wachstum auf. Erst 
nach 48 Stunden färbten sich vier Stämme (57 %) mittelgrün. Im Verlauf zeigten alle 
Kolonien eine dunkelgrüne Farbe (siehe Abbildung 5.19). Morphologisch fiel eine zipfelige 
Kolonieform auf, die nach 48 Stunden bei einem Stamm (14 %) und nach 72 Stunden bei 
allen Stämmen (100 %) vorlag. Alle C. albicans-Stämme entwickelte bereits nach 24 
Stunden eine Färbung. Davon war einer mittelgelb (3 %), zwei hellgrün (6 %), 26 
mittelgrün (88 %) und einer mitteltürkis (3 %) gefärbt. Nach 48 Stunden zeigten sich auf 
vier Agarplatten (12,5 %) mittelgrüne und auf 28 (87,5 %) dunkelgrüne Schattierungen, 
die sich nach 72 Stunden auf 14 Platten zu mitteltürkisen (44 %) und auf 18 zu 
dunkeltürkisen Färbungen umwandelten (siehe Abbildung 5.19). C. dubliniensis wies nach 
24 Stunden nur ein spärliches, farbloses Wachstum auf. Nach 48 Stunden bildeten zwei 
Stämme (9 %) eine mittelgrüne, vier (18 %) eine helltürkise und 16 (73 %) eine 
mitteltürkise Farbe aus. Im Verlauf intensivierte sich die Färbung aller Pilze, sodass nach 
72 Stunden ausschließlich mitteltürkise Kolonien vorlagen (siehe Abbildung 5.19).  
   
   
   
Abbildung 5.19 C. africana, C. albicans und C. dubliniensis  (von oben nach unten) auf Candida-
Ident-Agar nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
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C. glabrata bildete nach 24, 48 und 72 Stunden makroskopisch ausschließlich weiße 
Kolonien. Auch C. guilliermondii wuchs nach 24 Stunden in weißer Farbe, insgesamt aber 
sehr spärlich. Nach 48 Stunden blieben fünf Pilze (72 %) weiterhin weiß, einer (14 %) 
färbte sich hellgelb und ein weiterer (14 %) gelbbraun. Nach 72 Stunden fanden sich ein 
weißer Stamm (14 %), drei hellgelbe (43 %), ein hellbrauner (14 %) und zwei gelbbraune 
Stämme (29 %) (siehe Abbildung 5.20). Alle C. krusei-Stämme wiesen nach 24 und 48 
Stunden eine gelbbraune Färbung auf, die sich nach 72 Stunden zu einem Mittelbraun 
änderte. Sie zeigten nicht das typische raue Wachstum sondern in vier von fünf Fällen eine 
glatte, großflächige Morphologie (siehe Abbildung 5.20). Bei C. parapsilosis fand sich 
nach 24, 48 und 72 Stunden ein spärliches weißes Wachstum. Auf vier Agarplatten wuchs 
nichts an. C. tropicalis bildete nach 24 Stunden auf vier Agarplatten (80 %) weiße 
Kolonien mit spärlichem Wachstum sowie auf einer (20 %) hellgelbe Kolonien. Nach 48 
Stunden hatten sich bei vier Stämmen (80 %) eine gelbbraune und bei einem (20 %) eine 
hellgrüne Färbung entwickelt. Die Farben intensivierten sich weiter, sodass nach 72 
Stunden vier mittelgrüne (80 %) und ein mitteltürkiser Pilz (20 %) vorlagen (siehe 
Abbildung 5.20). Die verschiedenen Gelb- und Brauntöne der Subspezies 
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Abbildung 5.20 C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei, C. parapsilosis und C. tropicalis (von 
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Für die statistische Auswertung wurden die in Tabelle 5.9 aufgeführten Farbschattierungen 
und Werte genutzt. Eine ausführliche Darstellung der statistischen Ergebnisse zeigt Tabelle 
5.10.   
Subspezies (Anzahl der 
Stämme) 
Grün Türkis Beige Weiß 
48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
C. africana (7) 4 7 0 0 0 0 0 0 
C. albicans (32) 32 0 0 32 0 0 0 0 
C. dubliniensis (22) 2 0 20 22 0 0 0 0 
C. glabrata (6) 0 0 0 0 0 0 6 6 
C. guilliermondii (7) 0 0 0 0 2 6 5 1 
C. krusei (5) 0 0 0 0 5 5 0 0 
C. parapsilosis (17) 0 0 0 0 0 0 13 13 
C. tropicalis (5) 1 4 0 1 4 0 0 0 
Tabelle 5.9 Färbung der untersuchten Candida-Stämme auf Candida-Ident-Agar  
Die statistischen Ergebnisse der Anzucht auf Candida-Ident-Agar wiesen auf eine 
Differenzierbarkeit von C. albicans, C. dubliniensis und C. africana hin. Für C. albicans 
lag nach 48 Stunden eine Sensitivität/Spezifität von 1/0,9 für Grün und für C. dubliniensis 
von 0,91/1 für Türkis vor. Die Färbung Grün von C. africana wies eine Sensitivität und 
Spezifität von 0,57/1 und 0,63/0,96 (48/72 Stunden) auf und unterschied diesen von 
C. albicans und C. dubliniensis nach 72 Stunden. Der ppV von 0,64 entstand aufgrund der 
Grünfärbung von 80 % der C. tropicalis-Stämme nach 72 Stunden. C. tropicalis wies zu 
diesem Zeitpunkt für Grün eine Sensitivität und Spezifität von 0,8 und 0,93 auf. 
C. africana zeigte aber eine morphologische Eigenschaft, die ein Alleinstellungsmerkmal 
darstellte. Diese Subspezies bildete zipfelförmig Kolonieformen und erreichte dadurch eine 
Sensitivität und Spezifität von 0,14/1 und je 1 (48/72 Stunden). C. guilliermondii, C. krusei 
und C. tropicalis bildeten verschiedene Schattierungen von Weiß bis Beige aus, sodass bei 
hoher Spezifität und Sensitivität für Beige nur geringe positiv prädikative Vorhersagewerte 
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 Sensitivität Spezifität ppV npV Effektivität 
Farbe/Spp. 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
Grün           
C. africana 0,57 1 0,63 0,96 0,1 0,64 0,95 1 0,62 0,96 
C. albicans  1 0 0,9 0,84 0,82 0 1 0,64 0,93 0,58 
C. dubliniensis  0,09 0 0,53 0,86 0,05 0 0,68 0,76 0,44 0,67 
C. tropicalis  0,2 0,8 0,6 0,93 0,03 0,36 0,94 0,99 0,58 0,92 
Türkis           
C. albicans  0 1 0,71 0,67 0 0,58 0,6 1 0,49 0,77 
C. dubliniensis  0,91 1 1 0,58 1 0,4 0,98 1 0,98 0,67 
C. tropicalis  0 0,2 0,79 0,44 0 0,02 0,94 0,91 0,75 0,43 
Beige           
C. guilliermondii 0,29 0,86 0,9 0,95 0,18 0,55 0,94 0,99 0,86 0,94 
C. krusei 





















Weiß           
C. glabrata 1 1 0,81 0,86 0,25 0,32 1 1 0,82 0,87 
C. guilliermondii 0,71 0,14 0,8 0,86 0,21 0,07 0,97 0,93 0,79 0,81 








1 1 1 1 1 0,94 1 0,94 1 
Tabelle 5.10 Statistische Auswertung der auf Candida-Ident-Agar ausgeprägten Färbungen nach 48 
und 72 Stunden 
5.6 Brilliance Candida 
Die Farbausprägungen der Candida-Spezies auf Brilliance Candida wiesen eine 
Dreiteilung auf. C. africana, C. albicans und C. dubliniensis wuchsen in grünen und türkis-
blauen Farben. C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis prägten Gelb- 
und Brauntöne aus. Ein anderes Verhalten zeigte C. tropicalis, bei dem sich lila und türkise 
Färbungen fanden. 
C. africana wuchs bis auf einen Stamm (14 %), der nach 48 und 72 Stunden ein 
mitteltürkises Wachstum zeigte, jedoch keine separaten Einzelkolonien bildete, auf  
Brilliance Candida nicht an (siehe Abbildung 5.21). Nach 24 Stunden fanden sich bei 
C. albicans eine hellgelbe Kolonie (3 %), vier hellgrüne Kolonien (13 %), 26 olivgrüne 
Kolonien (81 %) und eine helltürkisgrüne Kolonie (3 %). Nach 48 Stunden hatten sich drei 
Pilze (9,5 %) mitteltürkisgrün, 19 (59,5 %) dunkeltürkisgrün und zehn (31 %) zweifarbig 
mittelolivgrün/mitteltürkis gefärbt. Im Verlauf entwickelten sich bis auf eine Kolonie 
5 Ergebnisse  63 
 
(3 %), die von dunkelgrüner Farbe war, alle zweifarbig. Zwei Stämme (6 %) blieben 
mittelolivgrün/mitteltürkis, 29 intensivierten sich zu dunkelolivgrün/ dunkeltürkis (siehe 
Abbildung 5.21). C. dubliniensis entwickelte nach 24 Stunden auf fünf Agarplatten weiße 
(23 %) und auf 17 helltürkise Kolonien (77 %). 24 Stunden später hatten sich ein Pilz 
(5 %) mittelgrün und 21 Pilze (95 %) dunkeltürkisn gefärbt. Nach 72 Stunden prägten alle 
bis auf eine Kolonie (5 %), die dunkelblau gewachsen war, eine dunkeltürkise Farbe aus 
(siehe Abbildung 5.21). Dunkeltürkis und Dunkelblau können zusammengefasst werden, da 
sie nur im direkten Vergleich oder mit dem Pantone Matching System voneinander zu 
unterscheiden waren.  
   
   
   
Abbildung 5.21 C. africana, C. albicans und C. dubliniensis auf Brilliance Candida nach 24, 48 
und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Alle C. glabrata-Stämme wiesen nach 24 Stunden ein hellgelbe Färbung auf, die sich im 
Verlauf zu einem Gelbbraun entwickelte. Nach 72 Stunden blieben vier Pilze (67 %) 
weiterhin gelbbraun und zwei färbten sich mittelbraun (siehe Abbildung 5.22). 
C. guilliermondii bildete nach 24 Stunden auf vier Platten weiße (57 %) und auf drei 
helllila Kolonien (43 %). Nach 48 Stunden hatten vier Stämme (57 %) eine mittelbraune 
Schattierung angenommen und drei weitere (43 %) eine dunkel-rotbraune. In den 
folgenden 24 Stunden dunkelten die Farbausprägungen aller Stämme nach, sodass fünf 
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dunkelbraune (71 %) und zwei dunkel-rotbraune (29 %) Färbungen vorlagen (siehe 
Abbildung 5.22). C. krusei präsentierte sich nach 24 und 48 Stunden hellbraun. Nach 72 
Stunden intensivierten alle Stämme ihre Farbgebung und es lagen vier mittelbraune (80 %) 
und ein dunkelbrauner (20 %) Pilz vor (siehe Abbildung 5.22). Alle Stämme dieser 
Subspezies zeigten die typische raue Morphologie. Bei C. parapsilosis fand sich zunächst 
ein spärliches, weißes Wachstum. Nach 48 Stunden entwickelten sich ein Stamm hellgelb 
bis beige (6 %), vier gelbbraun (23 %), einer hellbraun (6 %), und zehn mittelbraun 
(59 %). Wie bei C. guilliermondii und C. krusei dunkelten die Kolonien innerhalb der 
nächsten 24 Stunden nach und präsentierten sich als zwei hellbraune (12 %), zwei 
mittelbraune (12 %) und 13 dunkelbraune Hefen (76 %) (siehe Abbildung 5.22).  
   
   
   
   
Abbildung 5.22 C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis (von oben nach 
unten) auf Brilliance Candida nach 24, 48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
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Nach 24 Stunden wiesen drei C. tropicalis-Stämme (60 %) eine mittellila und zwei (40 %) 
eine dunkellila Färbung auf. Im Verlauf intensivierten sich die Farben, sodass nach 48 und 
72 Stunden vier Agarplatten (80 %) dunkellila bewachsen waren. Ein Pilz (20 %) färbte 
sich nach 48 Stunden dunkeltürkis und behielt diese Farbe bis zur letzten Messung bei 
(siehe Abbildung 5.23). 
   
   
Abbildung 5.23 Zwei C. tropicalis-Stämme (von oben nach unten) auf Brilliance Candida nach 24, 
48 und 72 Stunden (von links nach rechts) 
Für die statistische Auswertung wurden die in Tabelle 5.11 aufgeführten 
Farbschattierungen und Werte genutzt. Eine ausführliche Darstellung der statistischen 
Ergebnisse zeigt Tabelle 5.12.   
Subspezies  








48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
C. africana (7) 0 0 1 1 0 0 0 0 0 0 
C. albicans (32) 0 1 22 0 10 31 0 0 0 0 
C. dubliniensis (22) 1 0 21 22 0 0 0 0 0 0 
C. glabrata (6) 0 0 0 0 0 0 0 0 6 6 
C. guilliermondii (7) 0 0 0 0 0 0 0 0 7 7 
C. krusei (5) 0 0 0 0 0 0 0 0 5 5 
C. parapsilosis (17) 0 0 0 0 0 0 0 0 16 17 
C. tropicalis (5) 0 0 1 1 0 0 4 4 0 0 
Tabelle 5.11 Färbung der untersuchten Candida-Stämme auf Brilliance Candida  
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Auf Brilliance Candida ließen sich C. albicans und C. dubliniensis nach 72 Stunden klar 
voneinander abgrenzen. C. albicans zeigte mit einer Sensitivität und Spezifität von 
0,31/0,97 und je 1 zweifarbig olivgrün/türkisfarbene Kolonien (48/72 Stunden). 
C. dubliniensis wies für die Farbe Türkis/Blau eine Sensitivität und Spezifität von 0,95/1 
und 0,7/0,97 (48/72 Stunden) auf. Zwischen C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei und 
C. parapsilosis war keine farbliche Differenzierung möglich, da alle Subspezies Kolonien 
mit brauner oder beiger Färbung ausbildeten. Das spiegelte sich in den statistischen 
Ergebnissen wieder. C. krusei konnte aufgrund der rauen Morphologie jedoch eindeutig 
identifiziert werden und wies dadurch eine Sensitivität und Spezifität von 1 nach 48 und 72 
Stunden auf. C. tropicalis unterschied sich mit einer Sensitivität und Spezifität von 0,8 und 
1 nach 48 und 72 Stunden gegenüber allen anderen getesteten Subspezies durch die 
Ausbildung lilafarbener Kolonien. 
 Sensitivität Spezifität ppV npV Effektivität 
Farbe/Spp. 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 
Grün           
C. albicans  0 0,03 0,99 1 0 1 0,68 0,69 0,67 0,69 
C. dubliniensis  0,05 0 1 0,99 1 0 0,79 0,78 0,79 0,77 
Türkis/Blau           
C. africana 0,14 0,14 0,53 0,76 0,02 0,04 0,89 0,92 0,5 0,71 
C. albicans  0,69 0 0,67 0,65 0,49 0 0,82 0,58 0,67 0,45 
C. dubliniensis  0,95 1 0,7 0,97 0,47 0,92 0,98 1 0,75 0,98 
C. tropicalis  0,2 0,2 0,55 0,76 0,02 0,04 0,93 0,95 0,53 0,73 
Zweifarbig  
Grün/Türkis           
C. albicans  0,31 0,97 1 1 1 1 0,76 0,99 0,78 0,99 
Braun           
C. glabrata 1 1 0,69 0,69 0,17 0,17 1 1 0,71 0,71 
C. guilliermondii 1 1 0,7 0,7 0,2 0,2 1 1 0,72 0,72 
C. krusei 1 1 0,69 0,69 0,14 0,14 1 1 0,7 0,7 
C. parapsilosis 1 1 0,79 0,79 0,49 0,49 1 1 0,82 0,82 
Lila           








1 1 1 1 1 1 1 1 1 
Tabelle 5.12 Statistische Auswertung der auf Brilliance Candida ausgeprägten Färbungen nach 48 
und 72 Stunden 
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Ziel der Untersuchungen war es, sechs chromogene Nährmedien auf ihre Fähigkeit zu 
testen, häufig auftretende, pathogene Candida-Spezies zu detektieren und voneinander zu 
differenzieren. Dafür wurden zunächst 107 Candidastämme mittels morphologischer, 
biochemischer, molekularbiologischer und massenspektrometrischer Methoden zur 
eindeutigen Identifizierung getestet. Es konnten 101 Stämme ermittelt werden, die als 
richtig positive Proben in die Testreihe eingeschlossen wurden.  
6.1 Identifizierung der Pilzstämme 
6.1.1 API ID 32 C-System 
Die Identifizierung der Hefen erfolgte mit Hilfe des API ID 32 C-Systems. Im System sind 
Referenzen der Assimilationsmuster von C. albicans, C. dubliniensis, C. glabrata,           
C. guilliermondii, C. krusei, C. parapsilosis und C. tropicalis hinterlegt, sodass eine 
Erkennung dieser Subspezies potenziell möglich war. Bei drei der 101 Stämme, die in die 
Studie eingeschlossen wurden, konnte jedoch keine hundertprozentig sichere Bestimmung 
erfolgen. Durch die eindeutigen Ergebnisse der weiteren Identifizierungstests war eine 
sichere Zuordnung zu einer Subspezies aber möglich. Es handelt sich dabei um einen 
C. albicans-Stamm, der mit der Angabe ‚Profil inakzeptabel‘ als Candida sake (C. sake) 
oder C. albicans erkannt wurde, sowie zwei C. dubliniensis-Stämme, die mit der Angabe 
‚Gute Identifizierung auf Genusebene‘ als C. dubliniensis oder C. albicans getestet 
wurden. Von den sechs Stämmen, die nicht in die Versuchsreihe aufgenommen werden 
konnten, wurde einer ausgeschlossen, da das API ID 32 C-System und der Reis-Agar 
diesen Stamm als C. dubliniensis identifizierten, die mikrobiologischen Untersuchungen 
und die MALDI-TOF MS diesen aber als C. albicans testeten. Zwei Kulturen, die sich auf 
den chromogenen Medien als Mischkulturen darstellten, konnten auf Reis-Agar nicht als 
solche erkannt werden. Das Assimilationsmuster von C. africana kann vom Mini-API-
System nicht ausgewertet werden und wurde als C. sake  missinterpretiert. Ähnliche 
Beobachtungen machten Alonso-Vargas et al. (2008) sowie Yazdanpanah und Khaithir 
(2014). Es fiel auf, dass alle untersuchten C. africana-Stämme bei visuellem Ablesen der 
Teststreifen ein von C. sake und C. albicans verschiedenes Assimilationsmuster zeigten, 
das in Abbildung 6.1 zu sehen ist. Diese Stämme waren in der Lage, Galaktose, 
Cycloheximid, Saccharose, Maltose, Kalium 2-Ketoglukonat, Mannit, Sorbit, Xylose, 
Palatinose und  Glukose zu verstoffwechseln. Außerdem wiesen sechs der sieben 
getesteten Hefen die Fähigkeit auf, Glycerol abzubauen. Kein Wachstum zeigte sich in den 
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Vertiefungen, die N-Acetyl-Glukosamin, Milchsäure, Arabinose, Cellobiose, Raffinose, 
Trehalose, Methyl-αD-Glukopyranosid, Lactose, Inosit, Ribose, Rhamnose, Erythrit, 
Melibiose, Natrium Glukuronat, Melezitose, Kalium Glukonat, Levulinsäure, Sorbose und 
Glukosamin enthielten.  
 
Abbildung 6.1 ID32 C-Testergebnis eines C. africana-Stammes 
Damit unterscheiden sich die angezüchteten C. africana-Stämme von C. sake durch die 
Fähigkeit zur Assimilation von Cycloheximid und die fehlende Verstoffwechselung von   
N-Acetyl-Glukosamin, Trehalose und Raffinose. Große Ähnlichkeit besteht auch zu         
C. albicans, der im Gegensatz zu C. africana in der Lage ist, N-Acetyl-Glukosamin, 
Milchsäure, Trehalose, Methyl- αD-Glukopyranosid und Glukosamin abzubauen, jedoch 
nicht Glycerol (vergleiche hierzu Tabelle 9.1 Assimilationsmuster verschiedener Candida-
Spezies). Diese Befunde decken sich mit den Ergebnissen anderer Untersuchungen. 
Wichtige Charakteristika wie die fehlende Fähigkeit zur Verstoffwechselung von 
Trehalose, Glukosamin und N-Acetyl-Glukosamin ermittelten unter anderem Al-Hedaithy 
und Fotedar (2002) sowie Sharma et al. (2014). Tietz et al. (2001) beschreiben umfassend 
das Assimilationsmuster von C. africana. Dieses unterscheidet sich für den 
Ringversuchsstamm RV 01/05 nicht von den Ergebnissen dieser Untersuchungen. Der 
Stamm ATTC MYA 2669 und die fünf Stämme aus Patientenproben differieren lediglich 
durch die Fähigkeit zum Abbau von Glycerol (siehe Tabelle 9.1).  
Die ermittelten Daten zeigen, dass eine sichere und korrekte Identifizierung der 107 
getesteten Stämme mit Hilfe des API ID 32 C-Systems mit einer Sensitivität von 0,89 
möglich war. Eine ähnliche Sensitivität von 0,85 beschreiben Seyfarth et al. (2012). Es 
wurden aber auch deutlich abweichende Werte von 0,98 (Durán-Valle et al. 2014) oder 
0,64 (Verweij et al. 1999) gefunden. Eine Zusammenfassung der Ergebnisse zeigen 
Tabelle 6.1 und Tabelle 6.2. 
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6.1.2 Reis-Agar 
Die Bestimmung der Candida-Spezies mit Hilfe der Anzucht auf Reis-Agar erfolgte für 
alle C. africana-Stämme sowie für die C. albicans-, C. dubliniensis-, C. glabrata- und     
C. krusei-Stämme, die in den anderen Identifizierungstests nicht übereinstimmende 
Ergebnisse aufwiesen. Von den 101 Subspezies, die in die Studie eingeschlossen wurden, 
wurden 22 Stämme getestet. Davon zeigten 15 subspeziestypische Wachstumsmuster 
(vergleiche Tabelle 4.3). Die sieben C. africana-Stämme wiesen Wachstumseigenschaften 
auf, wie sie auch von Tietz et al. (2001) beschrieben werden. Das Bild war geprägt von 
ovalären Blastosporen und reichlich langgestrecktem, schlankem, z.T. lockigem 
Pseudomycel. Im Gegensatz zum Wuchsbild der C. albicans- und C. dubliniensis-Stämme 
fanden sich keine Chlamydosporen. Von den sechs Stämmen, die nicht in die Testreihe 
aufgenommen wurden, wurden vier Stämme u.a. aufgrund eines mit Sequenzierung und 
MALDI-TOF MS inkongruenten Reis-Agarbefundes ausgeschlossen. Darunter befanden 
sich zwei C. albicans-Stämme, die keine Chlamydosporenbildung aufwiesen. Dieses 
Charakteristikum kann bei C. albicans-Stämmen vorkommen, erlaubt aber keine sichere 
Differenzierung gegenüber anderen Candida-Spezies. Ein weiterer C. albicans-Stamm 
zeigte auf Reis-Agar und im API ID 32 C-Befund die Eigenschaften von C. dubliniensis. 
Der vierte C. albicans-Stamm präsentierte ein Wachstumsmuster ähnlich dem von 
C. tropicalis oder C. parapsilosis. Auf den chromogenen Medien stellten sich zwei Proben 
als Mischkulturen dar. Davon wurde eine auf Reis-Agar getestet, konnte aber nicht als 
solche identifiziert werden.  
Die Gesamtsensitivität der Identifizierung auf Reis-Agar betrug 0,89. Die Sensitivität für 
C. albicans lag dabei nur bei 0,64, was den Untersuchungsergebnissen von Pasligh et al. 
(2010), Warwood und Blazvic (1977) sowie Rosenthal und Furnari (1958) widerspricht, 
die Werte von 0,97 – 1 ermittelten. Auffallend war, dass drei der fünf fehlinterpretierten 
Stämme keine Chlamydosporen bildeten, vom API ID 32 C-System, der MALDI-TOF MS 
und der Sequenzierung jedoch als C. albicans erkannt wurden. Werden die beiden 
Stämme, die ein C. albicans-ähnliches Bild ohne Chlamydosporen zeigten, als C. albicans 
gewertet, ergibt sich eine Sensitivität von 0,79. Alle weiteren getesteten Subspezies 
erreichten eine Sensitivität von 1. Diese schließt C. dubliniensis ein, der im Gegensatz 
dazu von Pasligh et al. (2010) nur mit einer Sensitivität von 0,44 differenziert werden 
konnte. Eine Zusammenfassung der Ergebnisse zeigen Tabelle 6.1 und Tabelle 6.2. 
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6.1.3 MALDI- TOF Massenspektrometrie 
Zur eindeutigen Identifizierung wurden die Candida-Spezies mit Hilfe der MALDI-TOF 
MS (Axima/SARAMIS-System) bestimmt. Dabei wurden 98 der 101 Stämme, die in die 
Versuchsreihe aufgenommen wurden, sowie sechs Stämme, die nicht eingeschlossen 
wurden, getestet. Von den 98 Hefen konnten vier nicht eindeutig bestimmt werden und 
sieben wurden fehlinterpretiert. Alle untersuchten C. dubliniensis-, C. glabrata-, 
C. guilliermondii-, C. krusei-, C. parapsilosis- und C. tropicalis-Stämme wiesen typische 
Spektren, wie in Abbildung 6.3 zu sehen, auf. Vier der 32 C. albicans-Stämme konnten 
nicht eindeutig bestimmt werden und wurden als ‚C. albicans/C. dubliniensis‘  
identifiziert. Alle sieben C. africana-Stämme wurden fälschlicherweise als C. albicans 
erkannt. Nach Aussage des durchführenden Labors, des Ripac-Labor in Potsdam-Golm, 
erlaubt die MALDI-TOF MS keine Differenzierung zwischen C. albicans  und C. africana. 
Abbildung 6.2 zeigt die sich stark ähnelnden Massenspektren der beiden Subspezies. 
 
 
Abbildung 6.2 MALDI-TOF MS-Spektren von C. africana (oben) und C. albicans (unten) 




Abbildung 6.3 MALDI-TOF MS-Spektren von C. dubliniensis, C. glabrata, C. guilliermondii, 
C. krusei, C. parapsilosis  und C. tropicalis (von oben nach unten) (Fortsetzung auf Seite 72) 
 




Abbildung 6.3 MALDI-TOF MS-Spektren von C. dubliniensis, C. glabrata, C. guilliermondii, 
C. krusei, C. parapsilosis  und C. tropicalis (von oben nach unten) (Fortsetzung von Seite 71) 
Die Ergebnisse der sechs Stämme, die nicht in die Untersuchungsreihe eingeschlossen 
wurden, stimmen mit den Ergebnissen der Sequenzierung überein. Drei C. albicans-
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Stämme zeigten untypische Reis-Agarbefunde und ein weiterer wies in der API ID 32 C- 
und Reis-Agaruntersuchung die Eigenschaften von C. dubliniensis auf. In zwei Fällen 
lagen laut Befund der chromogenen Medien Mischkulturen vor, die in der MALDI-TOF 
MS und Sequenzierung nicht erkannt wurden. Die Ergebnisse der sechs Stämme werden 
nicht als Fehler gewertet, da sie mit den Befunden der Sequenzierung übereinstimmen und 
diese in diesem Zusammenhang als richtig positive Referenz gewertet werden. 
Zusammenfassend sind die Ergebnisse der MALDI-TOF MS in Tabelle 6.1 dargestellt.  
Die Sensitivität der MALDI-TOF MS unter Einbeziehung der sieben nicht erkannten         
C. africana-Stämme sowie der vier nicht eindeutig erkannten Stämme lag bei 0,89. 
Wurden die vier C. albicans-Stämme, die als ‚C. albicans/C. dubliniensis‘ identifiziert 
wurden, nicht als Fehler gewertet, stieg die Sensitivität auf 0,93. Ähnliche Werte 
ermittelten Rosenvinge et al. (2013) (0,94, Axima/SARAMIS-System bzw. 0,92, 
Bruker/BioTyper-System) und Seyfarth et al. (2012) (0,94, Axima/SARAMIS-System). In 
der Literatur werden sowohl hohe als auch geringere Erfolgsraten angegeben. Diese 
Tatsache scheint in der Auswahl der in die Studie aufgenommenen Spezies begründet zu 
sein. Untersuchungen, die weniger verbreitete Spezies einschließen, zeigen deutlich 
niedrigere Ergebnisse. Seltene Spezies sind in den Datenbanken zur Auswertung der 
MALDI-TOF MS mit weniger Spektren vertreten oder können vollständig fehlen 
(Lohmann et al. 2013). Beispielhaft dafür sind die Untersuchungen von Lohmann et al. 
(2013), die Sensitivitäten von 0,87 (Bruker/BioTyper-System) und 0,83 
(Axima/SARAMIS-System) ergaben und nur zu 59 % häufig vorkommende Spezies 
einschlossen. Dabei ist auffallend, dass alle getesteten C. albicans-, C. dubliniensis-, 
C. glabrata-, C. guilliermondii-, C. krusei-, C. parapsilosis- und C. tropicalis- Stämme, die 
zu den verbreiteteren Spezies zählen, von beiden Systemen vollständig erkannt wurden. 
Eine Studie von Bader et al. (2011), die zu 93 % häufig vorkommende Spezies einschloss 
(Lohmann et al. 2013), ergab höhere Werte von 0,98 (Bruker/BioTyper-System) und 0,96 
(Axima/SARAMIS-System). Lima-Neto et al. (2014) ermittelten sogar eine Sensitivität 
von 1 (Axima/SARAMIS-System). Im Rahmen dieser Untersuchung wurden 97,96 % der 
häufig vorkommenden Candida-Spezies korrekt getestet. 2,04 % konnten nicht vollständig 
identifiziert, jedoch auf zwei sich ähnelnde Spezies richtig eingegrenzt werden. Die 
Gesamtsensitivität war aufgrund der sieben C. africana-Stämme, für die keine Spektren in 
der Datenbank hinterlegt sind, deutlich geringer (0,89). Eine Zusammenfassung der 
Ergebnisse zeigen Tabelle 6.1 und Tabelle 6.2. 
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6.1.4 Molekularbiologische Methoden 
Die PCR und Sequenzierung der ITS-Sequenzen dienten der eindeutigen Bestimmung der 
Candida-Spezies. Dafür wurden 98 der 101 in die Studie eingeschlossenen Candida-
Stämme sowie die sechs nicht verwendeten Stämme molekularbiologisch untersucht. Von 
den 98 Hefen wurden alle C. albicans-, C. dubliniensis-,  C. glabrata-, C. guilliermondii-, 
C. krusei-, C. parapsilosis- und C. tropicalis-Stämme richtig erkannt. Die sieben 
C. africana-Stämme  wurden als C. albicans interpretiert. Die sechs Kulturen, die nicht in 
die Studie aufgenommen wurden, ergaben die gleichen Ergebnisse wie bei der MALDI-
TOF MS (siehe Kapitel 6.1.3).  
Die Sensitivität der PCR und Sequenzierung lag bei 0,93, da die sieben C. africana-
Stämme nicht erkannt wurden. Eine Differenzierung zwischen C. albicans und C. africana 
mit Hilfe der ITS-Sequenzierung ist laut durchführender Laboratorien, dem Institut für 
Mikrobiologie und Hygiene der Charité Berlin und der Firma SMB, nicht möglich. Diese 
Aussage wird von diversen Studien bestätigt (Sharma et al. 2014, Romeo und Criseo 
2008). Ciardo et al. (2006) beschreiben eine interspezifische Sequenzhomologie der ITS-
Region zwischen C. albicans und C. africana von 99,3 – 99,8 %, die annähernd identisch 
mit der intraspezifischen Homologie von C. albicans (99,3 – 100,0 %) ist. In der Literatur 
werden jedoch Methoden beschrieben, die eine Unterscheidung von C. albicans und 
C. africana erlauben. Durch PCR-basierte Vervielfältigung einer hochpolymorphen Region 
im HWP1-Gen können C. albicans, C. dubliniensis und C. africana aufgrund von 
Längenunterschieden der Amplifizierungsprodukte differenziert werden (Romeo und 
Criseo 2008, Shan et al. 2014, Sharma et al. 2014). Auch die Pyrosequenzierung (35 
Basenpaare) der ITS2-Region erlaubt eine Unterscheidung aufgrund variabler Nukeotide in 
diesem Bereich (Bormann et al. 2010, 2013). Alle anderen Spezies konnten eindeutig 
identifiziert werden, weshalb dieses Verfahren für alle Stämme außer C. africana als 
Referenzmethode gewählt wurde. Eine Zusammenfassung der Ergebnisse zeigen Tabelle 
6.1 und Tabelle 6.2. 
6.1.5 Zusammenfassung: Identifizierung der Pilzstämme 
Zusammenfassend sind in Tabelle 6.1 und Tabelle 6.2 die Ergebnisse der diagnostischen 
Tests Reis-Agar, ID 32C-System, MALDI-TOF MS und Sequenzierung zur Identifizierung 
der Candidastämme vergleichend dargestellt. Als richtig positive Referenz wurden dabei 
für alle getesteten Spezies außer C. africana die Ergebnisse der molekularbiologischen 
Untersuchung gewählt. 
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Spezies (Anzahl) Sequenzierung MALDI-TOF MS API ID 32C Reis-Agar 
C. africana (7) 7/7 C. albicans 7/7 C. albicans 7/7 C. sake 7/7 C. africana 
C. albicans (32) 32/32 C. albicans 28/32 C. albicans 
4/32 C. albicans/ 
 C. dubliniensis 
31/32 C. albicans 
1/32 C. albicans/  
         C. sake 
9/9 C. albicans   
C . dubliniensis 
(22) 
21/21 C . dublin. 20/21 C . dublin. 20/22 C . dublin. 
2/22 C. dublinien./  
        C. albicans 
4/4 C . dublin. 
C. glabrata  (6) 6/6 C. glabrata 6/6 C. glabrata 6/6 C. glabrata 1/1 C. glabrata 
C. guilliermondii 
(7) 
5/5 C. guillerm. 6/6 C. guillerm. 7/7 C. guillerm. 0/0 C. guillerm. 
C. krusei (5) 5/5 C. krusei 5/5 C. krusei 5/5 C. krusei 1/1 C. krusei 
C. parapsilosis (17) 17/17 C. paraps. 17/17 C. paraps. 17/17 C. paraps. 0/0 C. paraps. 
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Tabelle 6.1 Identifizierung der Candida spp. mit Hilfe von Sequenzierung, MALDI-TOF MS, API 
ID 32C und Reis-Agar (Anmerkung: ¹ auf chromogenen Medien als Mischkultur identifiziert,         
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Spezies  Sequenzierung MALDI-TOF MS API ID 32C Reis-Agar 
































































































































Gesamt  Sens.: 0,93 Sens.: 0,89 Sens.: 0,89 Sens.: 0,89 
Tabelle 6.2 Sensitivität und Spezifität der diagnostischen Tests Sequenzierung, MALDI-TOF MS, 
API ID 32C und Reis-Agar für die untersuchten Candida spp.  
 
6.2 Chromogene Medien 
6.2.1 BBL CHROMagar Candida und MAST ID - CHROMagar Candida  
BBL CHROMagar Candida (CAC-B) und MAST ID – CHROMagar Candida (CAC-M) 
basieren auf dem gleichen chromogenen Gemisch (CHROMagar Candida) und werden 
deshalb gemeinsam diskutiert. Laut Herstellerangaben und zahlreichen Studien erlauben 
CAC-B und CAC-M die eindeutige Identifizierung von C. albicans, C. krusei und             
C. tropicalis (Bernal et al. 1996, Horvath et al. 2003, Houang et al. 1997, Medhavan et al. 
2011, Odds und Bernaerts 1994, Paritpokee et al. 2005, Pfaller et al. 1996, Willinger und 
Manafi 1999). Diese Untersuchungen zeigen, dass auf beiden chromogenen Nährmedien 
eine Differenzierung von C. tropicalis anhand der Farbe und von C. krusei mittels Farbe 
und Morphologie möglich ist, jedoch keine eindeutige Identifizierung von C. albicans.  
Die zweifelsfreie Bestimmung von C. albicans gelang aufgrund ähnlicher 
Farbausprägungen von C. albicans und C. dubliniensis nicht. Auf beiden Medien bildeten 
diese Subspezies unterschiedliche Farbabstufungen von hell- bis dunkelgrün und hell- bis 
dunkeltürkis aus, wobei alle als ‚türkis‘ bezeichneten Kolonien einen unterliegenden 
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Grünton mit türkisblauem Schimmer aufwiesen, ähnlich dem von Odds und Davidson 
(2000) beschriebenen für C. dubliniensis typischen bläulichen Grün. Der unterliegende 
Grünton blasste nach 72-stündiger Inkubation ab oder verschwand in einigen Fällen 
vollständig. In allen oben genannten Studien wurde C. dubliniensis nicht in die 
Untersuchungen einbezogen. Zahlreiche andere Studien gehen explizit auf die 
Differenzierbarkeit von C. albicans und C. dubliniensis ein. Dabei ergeben sich 
gegensätzliche Untersuchungsergebnisse. Jabra-Rizk et al. (1999) ermittelten für beide 
CAC-Medien Sensitivitäten von jeweils 1 für die Farbe Hell- bis Mittelgrün bei 
C. albicans und die Farbe Dunkelgrün bei C. dubliniensis. Auch andere Studien zeigen 
ähnliche Ergebnisse (Giammanco et al. 2002, Kirkpatrick et al. 1998, Medhavan et al. 
2012, Odds und Davidson 2000, Sullivan et al. 1997). Im Kontrast dazu stehen unter 
anderem die Untersuchungen von Borman et al. (2013), Daef et al. (2012), Eraso et al. 
(2006), Mähnß et al. (1994), Odds und Bernaerts (1998), Pasligh et al. (2008), Tintelnot et 
al. 1999,  Us und Cengiz (2006) sowie Yazdanpanah et al. (2014), die bei beiden 
Subspezies das Vorkommen sowohl hell-, mittel- als auch dunkelgrüner Farbausprägungen 
dokumentierten und somit auf eine fehlende Differenzierbarkeit von C. albicans und         
C. dubliniensis  schlossen. Einige Autoren beschreiben, dass die Fähigkeit zur Ausbildung 
der typischen Farben Hell- bzw. Mittelgrün und Dunkelgrün bei manchen Kulturen nach 
Lagerung oder wiederholter Subkultivierung verloren geht (Eraso et al. 2006, Hospenthal 
et al. 2006, Odds und Davidson 2000). Odds und Davidson (2000) weisen darauf hin, dass 
die dunkelgrün-bläuliche Färbung von C. dubliniensis auch bei frischen Kulturen per se 
nicht als Basis einer vollständig sicheren Identifizierung genutzt werden kann. Um eine 
eindeutige Differenzierbarkeit zu gewährleisten, kann CAC mit Pal's Agar substituiert 
werden, sodass nicht nur farbliche, sondern auch morphologische Unterschiede sichtbar 
gemacht werden (Daef et al. 2012, Sahand et al. 2005). C. africana bildete auf beiden 
Nährmedien ausschließlich türkise Kolonien aus und fiel durch sein langsames Wachstum 
(Tietz et al. 2001) sowie morphologisch durch eine elliptische Wuchsform z.T. mit 
zipfelförmigen Ausläufern mehrerer Einzelkolonien auf. Durch das verzögerte Wachstum 
prägte sich die türkise Färbung erst nach 72 Stunden bei allen Stämmen vollständig aus. 
Eine Abgrenzung gegenüber C. albicans und C. dubliniensis war farblich nur bedingt 
möglich, da auf CAC-B C. albicans und auf CAC-M C. albicans und C. dubliniensis 
ebenfalls türkise Färbungen ausprägten. Die in dieser Studie beobachtete elliptische 
Wuchsform stellt jedoch ein einzigartiges Merkmal dar und ermöglichte dadurch die 
eindeutige Identifizierung. Da nur sieben C. africana-Stämme getestet wurden, sollte diese 
Eigenschaft auf chromogenen Medien weiter evaluiert werden. Die Subspezies 
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C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis wiesen auf beiden CAC-
Medien ein Farbspektrum von Weiß bis Rosa auf und konnten deswegen allein anhand der 
Farbe nicht differenziert werden. Ausnahmen bilden C. glabrata auf CAC-M und 
C. guilliermondii auf CAC-B. C. glabrata zeigte aufgrund der Ausprägung lilafarbener 
Schattierungen eine Sensitivität und Spezifität von 0,5/0,83 und 0,99/1 auf CAC-M nach 
48/72 Stunden. C. guilliermondii bildete auf CAC-B ebenfalls lilafarbene Schattierungen 
aus und erreichte dadurch eine Sensitivität und Spezifität von 0,71/0,86 und 1/0,99 (48/72 
Stunden). Die farblichen Unterschiede waren vor allem im direkten Vergleich mit den 
andern getesteten Subspezies zu erkennen. Deshalb sollte die Lilafärbung von C. glabrata 
und C. guilliermondii nicht als alleiniges Kriterium zur Identifizierung genutzt werden. 
Einige Autoren bestätigen, dass C. glabrata ein dunkleres Rosa bzw. Lila ausbildet und 
deshalb gut differenzierbar ist (Horvath et al. 2003, Hospenthal et al. 2006). Studien, die 
ein größeres Spektrum an Subspezies einschließen, unterstützen diese Aussage jedoch 
nicht (Freydiere 1996, Odds & Bernaerts 1994, Odds & Davidson 2000). Eine 
Differenzierung von C. krusei gegenüber anderen Subspezies gelang mit einer Sensitivität 
und Spezifität von 1 auf beiden CAC-Medien. Dies war jedoch nur aufgrund der typischen 
blassen, flachen, flaumigen, großflächigen Morphologie möglich (Odds und Bernaerts 
1994, Willinger und Manafi 1999), die alle getesteten Stämme aufwiesen. Eine alleinige 
Entscheidung anhand der Farbe war nicht möglich, da C. glabrata, C. guilliermondii und 
C. parapsilosis ebenfalls rosafarbene, jedoch glatte und kleinere Kolonien ausprägten. 
Diese Ergebnisse werden von zahlreichen Studien bestätigt (Baixench et al. 2006, Pfaller et 
al. 1996, Sivakumar et al. 2008). Die Identifizierung von C. tropicalis gelang mittels der 
typischen blaugrauen Farbe auf CAC-B mit einer Sensitivität und Spezifität von je 1. Auf 
CAC-M traten nach 48 und 72 Stunden zusätzlich einige lila- und türkise Kolonien auf, 
sodass bei hoher Spezifität von 1 nur eine geringe Sensitivität von 0,2/0,6 (48/72 Stunden) 
vorlag. Ähnliche Werte für die beiden Nährmedien ermittelten Willinger und Manafi 
(1999). Beighton et al. (1995) beobachteten auf CAC-M ebenfalls eine variable Färbung 
der Kolonien von Lila bis Dunkelblau. Bei gleichzeitigem Vorhandensein eines 
charakteristischen, braun-lilafarbenen, die Kolonie umgebenden Ringes (Hospenthal et al. 
2002, Odds & Bernaerts 1994) sei aber eine Identifizierung möglich. Dieser Ring konnte in 
diesen Untersuchungen auf dem CAC-B mit einer Sensitivität von 0,8/1 (48/72 Stunden) 
und auf dem CAC-M mit 0,8/0,6 (48/72 Stunden) festgestellt werden. Diverse Studien 
bestätigen die gute Differenzierbarkeit von C. tropicalis (Daef et al. 2012, Medhavan et al. 
2012, Murray et al. 2005, Odds und Davidson 2000, Pfaller et al. 1996), einige Autoren 
berichten aber von geringeren Sensitivitäten von 0,6 bis 0,8 (Jain et al. 2012, Ozcan et al. 
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2010). Sivakumar et al. beschreiben sogar das Auftreten hellgrüner Kolonien wie bei 
C. albicans.    
6.2.2 chromID Candida 
ChromID Candida erlaubt laut Herstellerangaben und diversen Studien (Eraso et al. 2006a 
Eraso et al. 2006b, Fricker-Hidalgo et al. 2000, Guzel et al. 2011, Letscher-Bru et al. 2001, 
Willinger et al. 2001) die Identifizierung von C. albicans anhand der Blaufärbung der 
Kolonien. Weiterhin gibt bioMérieux an, dass eine vorläufige Identifizierung von 
C. tropicalis, C. lusitaniae und C. kefyr durch Ausbildung rosafarbener Schattierung 
möglich ist und diese Subspezies nachfolgend weiter  biochemische und/oder 
immunologisch getestet werden sollten.  
Unsere Untersuchungen zeigen, dass eine Differenzierung von C. albicans aufgrund der 
farblichen Ähnlichkeit zu C. dubliniensis und C. africana nicht möglich ist. Mit einer 
Sensitivität von 0,59 bzw. 0,53 nach 48 bzw. 72 Stunden zeigten die getesteten 
C. albicans-Stämme mittel- bis dunkelblaue und mit einer Sensitivität von 0,41 bzw. 0,43 
mittel- bis dunkeltürkise Kolonien, die farblich nur im direkten Vergleich voneinander 
unterscheidbar waren. C. dubliniensis bildete ausschließlich türkise Schattierungen aus. 
Diese Ergebnisse werden von den Untersuchungen von  Fricker-Hidalgo et al. (2000) 
bestätigt, stehen jedoch im Kontrast zu andern Studien, die eine gute Differenzierbarkeit 
der beiden Subspezies feststellen (Eraso et al. 2006a, Willinger et al. 2001). Eraso et al. 
(2006b) fanden bei allen untersuchten C. dubliniensis-Stämmen türkise Färbungen, 
wohingegen C. albicans mit einer Sensitivität von 0,91 kobaltblaue und mit einer 
Sensitivität von 0,09 türkisblaue Kolonien ausbildete. Willinger et al. (2001) beschreiben 
eine blau-grüne Färbung von C. dubliniensis im Gegensatz zur Blaufärbung von 
C. albicans. Die in dieser Arbeit untersuchten C. africana-Stämme zeigten ebenfalls 
türkisfarbene Kolonie. Die Färbung war jedoch aufgrund des langsamen Wachstums dieser 
Subspezies (Tietz et al. 2001) heller ausgeprägt und erst nach 72 Stunden zu finden. 
Alonso-Vargas et al. (2008) machten ähnliche Entdeckungen. Die extrem verzögerte 
Farbentwicklung auf chromID unterschied C. africana von anderen Subspezies. 
C. tropicalis prägte, wie vom Hersteller angegeben, nach 48 Stunden rosafarbene 
Schattierungen aus. Da C. guilliermondii mit einer Sensitivität von 0,86 ebenfalls diese 
Farbe zeigten, war eine Differenzierung dieser Subspezies nicht möglich. Diverse Studien 
geben zudem an, dass einige  C. tropicalis-Stämme weiße (Eraso et al. 2006b, Letscher-
Bru et al. 2001, Willinger et al. 2001) und/oder andere Färbungen ausbilden (Fricker-
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Hidalgo et al. 2000, Guzel et al. 2011). C. guilliermondii zeigte mit einer Sensitivität von 
0,14, genau wie C. glabrata, C. krusei und C. parapsilosis, weiße Kolonien. Ähnliche 
Angaben finden sich in der Literatur (Eraso et al. 2006b, Fricker-Hidalgo et al. 2000, 
Guzel et al. 2011, Letscher-Bru et al. 2001, Willinger et al. 2001). Für C. glabrata, 
C. guilliermondii und C. parapsilosis werden unterschiedliche Häufigkeiten für die Farben 
Rosa und Weiß angegeben (Eraso et al. 2006b, Fricker-Hidalgo et al. 2000, Guzel et al. 
2011, Letscher-Bru et al. 2001, Willinger et al. 2001). Zur eindeutigen Unterscheidung 
dieser Subspezies und von  C. tropicalis sind weitere Testungen mit z.B. biochemischen 
Methoden notwendig. Auch C. krusei bildete eine weiße Färbung aus. Mit Hilfe der 
typischen rauen Morphologie (Eraso et al. 2006b, Guzel et al. 2011, Letscher-Bru et al. 
2001) war eine Differenzierung trotz farblicher Gemeinsamkeiten zu anderen Subspezies 
jedoch möglich. Im Rahmen dieser Untersuchungen zeigten vier der fünf Stämme die 
charakteristische, raue Wuchsform. Ein Stamm bildete kleinere, glatte Kolonien mit einem 
regelmäßigen Rand. Anhand dieses Kriteriums gelang die Identifikation von C. krusei mit 
einer Sensitivität von je 0,8 und einer Spezifität von je 1 nach 48/72 Stunden.  
6.2.3 CandiSelect 4 
Laut Herstellerangaben ist mit Hilfe von CandiSelect 4 eine eindeutige Differenzierung 
von C. albicans sowie eine mutmaßliche Differenzierung der Spezies C. tropicalis, 
C. glabrata und C. krusei möglich. C. albicans soll rosa- bis lilafarbene Färbungen 
ausprägen.  
Diese Aussage wird von diesen Untersuchungen sowie anderen Studien bestätigt (Adams 
et al. 2010, Fothergill und Rinaldi 2008, Nawrot et al. 2005, Sendid et al. 2007), die 
Sensitivitäten von 0,98 bis 1 für C. albicans ermittelten. Liguori et al. (2010) konnten 
hingegen nur eine Sensitivität von 0,86 feststellen. Ursächlich dafür könnte das vom 
Hersteller erwähnte und von Sendid et al. (2007) bei Primärkulturen beobachtete seltene 
Auftreten von C. albicans-Stämmen sein, die eine weiße Färbung ausbilden. Die in dieser 
Studie getesteten Stämme prägten ausschließlich rosa- oder lilafarbene Schattierungen aus. 
Laut der Firma BioRad zeigt C. dubliniensis nach 48 Stunden ebenfalls rosa- oder 
lilafarbene Färbung, was mit den Ergebnissen dieser Untersuchungen übereinstimmt. Nach 
72 Stunden war jedoch zu beobachten, dass mit einer Sensitivität von 0,95 ein Teil der 
Kolonien einen Farbwechsel zu Türkis vollzog. Aufgrund dieses Merkmals, das von 
Nawrot et al. (2005) bereits nach 48 Stunden Inkubation beobachtet werden konnte, ist 
eine Differenzierung von C. albicans eindeutig möglich. Auch C. africana zeigte nach 48 
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Stunden vorwiegend lilafarbene Schattierungen. Sechs von sieben Stämmen (Sensitivität 
0,86) bildeten aber nach 72 Stunden eine charakteristische Türkisblaufärbung aus, die 
ausgehend von der Kolonie in den Agar diffundierte, und unterschieden sich dadurch 
deutlich von C. albicans und C. dubliniensis. Zusätzlich bildete C. africana mit einer 
Sensitivität von 0,71/1 nach 48/72 Stunden Kolonien mit zipfelförmigen Ausläufern, die 
sonst keine der anderen Subspezies zeigten. C. tropicalis, C. glabrata und C. krusei  
prägen laut Hersteller unterschiedliche Türkistöne sowie verschiedene Wachstumsmuster 
aus. Das wird von den Untersuchungen im Rahmen dieser Arbeit bestätigt. Eine eindeutige 
Differenzierung mit einer Sensitivität von 1 und einer Spezifität von 0,99 nach 48 und 72 
Stunden war jedoch nur für C. krusei  aufgrund der typischen rauen Morphologie möglich 
(Adams et al. 2010, Sendid et al. 2007). Alleinig basierend auf der Farbgebung konnten die 
Subspezies C. glabrata, C. guilliermondii, C. krusei, C. parapsilosis und C. tropicalis 
nicht sicher unterschieden werden, da C. glabrata und C. parapsilosis ausschließlich und 
C. guilliermondii nach 48 Stunden mit einer Sensitivität von 0,57 hellgrüne/helltürkise 
Kolonien ausbildeten. C. krusei und C. tropicalis wuchsen nach 48 Stunden, genau wie 
43 % der C. guilliermondii- Stämme, in dunkel-/ mitteltürkisen Schattierungen. Auch 
andere Studien beschreiben mögliche Schwierigkeiten in der eindeutigen Identifizierung 
dieser Subspezies. Dabei konnten für C. glabrata nur Sensitivitäten von 0,75-0,85 
festgestellt werden (Nawrot et al. 2005, Sendid et al. 2002). Im Kontrast dazu stehen die 
Untersuchungen von Adams et al. (2010), die für C. glabrata eine Sensitivität von 1 und 
eine Spezifität von 0,9 ermittelten, obwohl die Testungen C. parapsilosis und 
C. guilliermondii einschlossen. Ähnlich abweichende Ergebnisse gibt es für C. tropicalis, 
die Sensitivitäten von 0,6 bis 1 umfassen (Adams et al. 2010, Nawrot et al. 2005, Sendid et 
al. 2002). 
6.2.4 Candida-Ident-Agar 
Der Candida-Ident-Agar-Agar dient der direkten Identifizierung von C. albicans. Laut 
Hersteller zeigt C. albicans grüne bis blaugrüne Färbungen und alle andern Subspezies 
weiße bis beige Schattierungen. Dieses chromogene Medium wurde bis jetzt in keiner 
weiteren Studie evaluiert.  
Diese Untersuchungen bestätigen, dass C. albicans eine grüne bis blaugrüne Färbung 
ausbildet. Nach 48 Stunden lagen grüne Kolonien vor, die sich im Verlauf vollständig 
dunkeltürkis einfärbten. Darin unterschied sich C. albicans von C. dubliniensis, der nach 
48 Stunden mit einer Sensitivität von 0,91 ein helleres Türkis bildete, das nach 72 Stunden 
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zu Mitteltürkis nachdunkelte. Eine Differenzierung der beiden Subspezies war nach 48 
Stunden mit einer Sensitivität und Spezifität von 1 und 0,9 (C. albicans) bzw. 0,91 und 1 
(C. dubliniensis) definitiv möglich. Nach 72 Stunden gelang diese jedoch aufgrund der 
großen Ähnlichkeit zwischen Mittel- und Dunkeltürkis nicht. Eine Unterscheidung der 
beiden Subspezies von C. africana war mit einer Sensitivität und Spezifität von 1 und 0,96 
erst nach 72 Stunden möglich. Aufgrund des typischen langsamen Wachstums dieser 
Spezies (Tietz et al. 2001) fanden sich nach 48 Stunden mit einer Sensitivität von 0,57 nur 
sehr kleine Kolonien mit spärlicher, grüner Farbentwicklung. Erst nach 72 Stunden hatten 
alle Stämme eine grüne Färbung und Koloniegröße, ähnlich der von C. albicans nach 24 
Stunden, entwickelt, sodass eine Differenzierung von den türkisen C. albicans- und                
C. dubliniensis-Stämmen möglich war. Auch C. tropicalis  prägte nach 72 Stunden mit 
einer Sensitivität von 0,8 grüne Färbungen aus. Dieses Grün zeigte jedoch einen 
unterliegenden Beigeton, war heller als bei C. africana und wurde von einem weißen Rand 
umrahmt, sodass die beiden Subspezies unterschieden werden konnten. Vom Hersteller 
wird explizit darauf hingewiesen, dass C. tropicalis für gewöhnlich Beigetöne ausbildet, 
einige Stämme jedoch grün erscheinen können. Zusätzlich fanden sich nach 48 Stunden bei 
einem der sieben C. africana-Stämme und nach 72 Stunden bei allen ausgehend von der 
Kolonie zipfelförmige Ausläufer, die eine eindeutige Unterscheidung gegenüber allen 
getesteten Subspezies ermöglichten. Nach 48 Stunden wies C. tropicalis, genau wie 
C. guilliermondii und C. krusei, verschiedene Schattierungen von Beige auf, sodass keine 
Differenzierung erfolgen konnte. Auffällig war, dass C. krusei nicht die typischen rauen, 
großen Kolonien mit unscharf begrenztem Rand, sondern großflächige, glatte, glänzende, 
scharf umrandete Kolonien ausbildete. Auch die Identifizierung von C. glabrata und 
C. parapsilosis gelang nicht, da beide Subspezies weiße Färbungen ausprägten.  
6.2.5 Brilliance Candida 
Brilliance Candida erlaubt laut Hersteller die Differenzierung von C. albicans, 
C. tropicalis und C. krusei. C. albicans bildet dabei grüne Kolonien. Zahlreiche Studien 
bestätigen die gute Identifizierbarkeit von C. albicans anhand der Grünfärbung und 
beschreiben Sensitivitäten von 0,91 bis 1 nach 48 Stunden (Adams et al. 2010, Baalham et 
al. 2005, Baixench et al. 2006, Ghelardie et al. 2008, Ozcan et al. 2010). Die 
Untersuchungen im Rahmen dieser Arbeit zeigen für C. albicans ein breites Spektrum an 
Grüntönen, von Türkisgrün bis Olivgrün sowie z.T. zweifarbig Türkisgrün/Olivgrün. Da 
C. dubliniensis ebenfalls diese Färbung aufwies, lagen lediglich eine Sensitivität und 
Spezifität von 1 und 0,67 für C. albicans und 1 und 0,59 für C. dubliniensis vor. Bei 
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genauerer Differenzierung der Grüntöne zeigte sich aber ein Unterschied in der 
Farbausprägung nach 72 Stunden. C. albicans bildete mit einer Sensitivität von 0,97 
zweifarbig türkisgrün/olivgrüne Kolonien, wohingegen alle C. dubliniensis-Stämme 
(Sensitivität 1) türkisgrüne bis blaue Kolonien ausprägten, was auf eine eindeutige 
Differenzierbarkeit der beiden Stämme hinweist. Ähnliche Beobachtungen machten 
Ghelardi et al. (2008) bereits nach 24 und 48 Stunden. Sie empfehlen jedoch, die türkis-
blaue Färbung von C. dubliniensis als Indikator, nicht aber als alleiniges 
Differenzierungskriterium zu nutzen. C. krusei prägte in allen Fällen die typische trockene, 
raue Morphologie aus (Ghelardie et al. 2010). Farblich bildete diese Subspezies braune 
Schattierungen, ähnlich derer von C. glabrata, C. guilliermondii und C. parapsilosis, die 
jedoch zusätzlich einen rosafarbenen Unterton und einen rosafarbenen Ring um das braune 
Zentrum aufwiesen. Aufgrund der Morphologie konnte eine Sensitivität von 1 nach 48 und 
72 Stunden erreicht werden. In der Literatur gibt es unterschiedliche Angaben mit 
Sensitivitäten von 0,97 bis 1 (Baixench et al. 2010, Ghelardie et al. 2008, Baalham et al. 
2005), aber auch von 0,56 (Adams et al. 2010). Eine Differenzierung allein anhand der 
Farbe kann zu falschen Ergebnissen führen. Ozcan et al. (2010) konnten die 
charakteristische Rosafärbung bei keinem Stamm beobachten, sondern beschreiben weiß, 
beige und kastanienbraun gefärbte Kolonien. C. glabrata, C. guilliermondii und 
C. parapsilosis wiesen ein Spektrum an Brauntönen, von Beige bis Kastanienbraun auf, 
das keine Unterscheidung der Subspezies ermöglichte und von anderen Autoren ebenso 
beschrieben wird (Adams et al. 2010, Baixench et al. 2006, Ozcan et al. 2010). 
C. tropicalis zeigte im Rahmen dieser Untersuchungen, anders als von der Firma Oxoid 
angegeben, nach 48 und 72 Stunden vor allem dunkellilafarbene Schattierungen. Die 
charakteristische Blaufärbung (Baixench et al. 2006, Ghelardie et al. 2008, Baalham et al. 
2005) konnte nur bei einem von fünf Stämmen (Sensitivität 0,2) beobachtet werden. Auch 
Adams et al. (2010) ermittelten eine geringe Sensitivität von 0,4 für diese Subspezies. 
Ozcan et al. (2010) fanden bei keinem der Stämme die typische Färbung, sondern 
beschreiben Braun- und Beigetöne. 
6.2.6 Zusammenfassung: Chromogene Medien 
In Betrachtung der Ergebnisse der chromogenen Nährmedien fällt auf, dass C. glabrata, 
C. guilliermondii, C. krusei und C. parapsilosis meist ähnliche Färbungen ausprägten und 
dadurch keine Differenzierung möglich war. Lediglich C. krusei ließ sich durch seine 
typische raue Morphologie auf CAC-M, CAC-B, chromID Candida, CandiSelect 4 und 
Brilliance Candida mit Sensitivitäten und Spezifitäten von 0,8 bis 1 bereits nach 48 
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Stunden unterscheiden. Auf dem Candida-Ident-Agar zeigte er hingegen glatt umrandete, 
ebene Kolonien und konnte nicht eindeutig bestimmt werden. Auch die Spezies 
C. africana, C. albicans und C. dubliniensis wiesen farblich große Ähnlichkeiten auf, 
sodass eine eindeutige Identifizierung häufig schwierig war. Durch bestimmte 
Charakteristika, die z.T. erst nach 72 Stunden Inkubationszeit auftraten, konnten diese 
Spezies auf einigen Nährmedien jedoch voneinander unterschieden werden. C. africana 
zeigte auf CAC-M,  CAC-B, CandiSelect 4 und Candida-Ident-Agar bereits nach 48 
Stunden als einzige Spezies eine elliptische Wuchsform mit z.T. zipfelförmigen 
Ausläufern. Auf CandiSelect 4 war nach 72 Stunden außerdem eine Differenzierung von 
C. africana, C, albicans und C. dubliniensis anhand der Farbe möglich, da C. africana 
dunkeltürkisblaue Schattierungen ausbildete und sich mehrere Kolonien der 
C. dubliniensis-Stämme türkis färbten. Auch auf dem Candida-Ident-Agar war eine 
farbliche Unterscheidung der drei Spezies möglich. C. albicans und C. dubliniensis zeigten 
nach 48 Stunden grüne bzw. türkise Schattierungen, die eine Identifizierung ermöglichten. 
Nach 72 Stunden waren beide türkis gefärbt, der langsamer wachsende C. africana jedoch 
grün, sodass sich dieser differenzieren ließ. Brilliance Candida ermöglichte nach 72 
Stunden eine eindeutige Bestimmung von C. albicans, der zweifarbig türkisgrün/olivgrüne 
Kolonien bildete, und von C. dubliniensis, der ein türkisgrün bis blaues Wachstum 
aufwies. C. tropicalis nahm eine Sonderstellung ein, da er auf den unterschiedlichen 
Nährmedien entweder Färbungen zeigte, die C. africana/C. albicans/C. dubliniensis oder 
C. glabrata/C. guilliermondii/ C. krusei/C. parapsilosis ähnelten. Eine Identifizierung war 
nur auf CAC-B und CAC-M möglich, auf denen er nach 48 Stunden neben der 
charakteristischen Blaugraufärbung einen braun-lilafarbenen, die Kolonie umgebenden 
Ring bildete.  
Insgesamt zeigte sich auf den chromogenen Medien bei allen Candida-Stämmen ein 
Farbumschlag, mit Ausnahme von C. glabrata, C. krusei und C. parapsilosis auf chromID 
Candida sowie C. glabrata und C. parapsilosis auf Candida-Ident-Agar, und ermöglichte 
somit eine mutmaßliche Identifizierung. Tabelle 6.3 zeigt zusammenfassend die, in dieser 
Studie ermittelten, Fähigkeiten der verschiedenen chromogenen Nährmedien zur 
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C. africana sicher sicher mutmaßlich sicher sicher nein 
C. albicans mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich sicher sicher sicher 
C. dubliniensis mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich sicher sicher sicher 
C. glabrata mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich nein mutmaßlich 
C. 
guilliermondii 
mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich 
C. krusei sicher sicher sicher sicher mutmaßlich sicher 
C. parapsilosis mutmaßlich mutmaßlich nein mutmaßlich nein mutmaßlich 
C. tropicalis sicher sicher mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich mutmaßlich 
Tabelle 6.3 Fähigkeit der chromogenen Nährmedien zur Differenzierung von Candida-Spezies 
Im Vergleich der Ergebnisse der chromogenen Nährmedien mit denen der anderen 
diagnostischen Testverfahren fällt auf, dass mithilfe von PCR und Sequenzierung, 
MALDI-TOF MS, API ID 32C sowie Reis-Agar deutlich mehr Candida-Spezies sicher 
identifiziert werden können. Im Unterschied zu diesen Verfahren erlauben chromogene 
Medien jedoch die Kultivierung von Hefen sowie die Detektion von Mischkulturen 
(Adams et al. 2010, Baixench et al. 2006). API ID 32C sowie Reis-Agar sind Methoden, 
die der genauen Bestimmung der Subspezies dienen, und werden erst nach Vorliegen eines 
positiven Kulturbefundes durchgeführt (Seebacher et al. 2006). Chromogene Medien 
hingegen können bereits zur Anzucht der Hefen genutzt werden. Der Vorteil gegenüber 
herkömmlichen Nährmedien, wie Sabouraud-Glucose-Agar, besteht darin, dass diese durch 
Einfärbung der Kolonien eine Aussage darüber geben können, ob eine Infektion mit 
Candida vorliegt. Zusätzlich ist gegebenenfalls schon eine Differenzierung möglich, 
sodass weiterführende Labortestungen nicht mehr nötig sind (Mendling und Seebacher 
2003, Reinel et al. 2008). Diverse Studien zeigen, dass die Verwendung chromogener 
Nährmedien in der Routinediagnostik von Candida-Infektionen zeitsparend und 
kostengünstig ist (Adams et al. 2010, Ainscough und Kibbler 1998, Guzel et al. 2011, 
Koehler et al. 1999). PCR und Sequenzierung sowie die MALDI-TOF MS sind schnelle 
und exakte, aber auch sehr teure Verfahren zur Identifizierung von Hefen, die noch nicht 
oder nur in großen Labors in der Routinediagnostik eingesetzt werden (Chao et al. 2014, 
Lima-Neto et al. 2014, Ruhnke et al. 2011, Willinger 2007). Sie benötigen nicht zwingend 
eine Vorkultur des zu testenden Erregers, sondern können direkt mit Proben aus z.B. 
Blutkulturen arbeiten. 
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Diese Untersuchungen zeigen, dass alle getesteten, chromogenen Nährmedien sehr gut zur 
Anzucht von Candida-Spezies geeignet sind. Auf CAC-B, CAC-M, chromID Candida und 
CandiSelect 4 gelang die Isolierung aller untersuchten Hefestämme. Auf dem Candida-
Ident-Agar fand sich bei vier der C. parapsilosis-Stämme und auf dem Brilliance Candida-
Agar bei sechs der C. africana-Stämme kein Wachstum. Damit ergeben sich 
Isolationsraten von 100 % für CAC-B, CAC-M, chromID Candida und CandiSelect 4, von 
96,04 % für Candida-Ident und von 94,06 % für Brilliance Candida. In der Literatur finden 
sich verschieden Angaben zu Isolationsraten, die von 90,4 % bis 100 % variieren 
(Baumgartner 1996, Eraso et al. 2006 J Clin Microbiol, Ghelardi et al. 2007,  Guzel et al. 
2011,  Letscher-Bru et al. 2002, Ozcan et al. 2010). 
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Die vorliegenden Untersuchungen zeigen, dass die getesteten chromogenen Nährmedien 
sehr gut zur Anzucht von Candida-Spezies genutzt werden können und eine Vorkultur 
nicht mehr nötig ist. Besonders geeignet sind BBL CHROMagar Candida, MAST ID - 
CHROMagar Candida, chromID Candida und CandiSelect 4, die ein Wachstum aller 
untersuchten Candida-Stämme erlauben. Lediglich der Candida-Ident-Agar zeigt 
eingeschränkte Isolationseigenschaften für C. parapsilosis und der Brilliance Candida-
Agar für C. africana. Trotzdem können auch diese Nährmedien gut als alleiniges 
Kultivierungsmedium eingesetzt werden.   
Diese Studien belegen, dass alle getesteten chromogene Nährmedien eine Identifizierung 
als Candida-Spezies durch Färbung der Kolonien aufgrund einer Enzymaktivität der 
Hexosaminidase oder Phosphatase erlauben. Ausnahmen bilden chromID Candida und 
Candida-Ident-Agar, auf denen bei C. glabrata, C. krusei und C. parapsilosis bzw. C. glabrata 
und C. parapsilosis kein Farbumschlag zu beobachten ist. Eine eindeutige Differenzierung 
gelingt für einige Subspezies, entspricht aber nicht immer den Herstellerangaben. Die 
sichere Erkennung der am häufigsten vorkommenden Spezies C. albicans ist nur mithilfe 
von CandiSelect 4, CandidaIdent und Brilliance Candida möglich. BBL CHROMagar 
Candida, MAST ID - CHROMagar Candida und chromID Candida erlauben dies nicht, da 
C. albicans und C. dubliniensis ähnliche Farben ausprägen. C. africana kann auf BBL 
CHROMagar Candida, MAST ID - CHROMagar Candida, CandiSelect 4 und Candida-
Ident-Agar durch Ausbildung einer ovalen Kolonieform mit zipfelförmigen Ausläufern 
sowie farblich auf CandiSelect 4 durch eine kräftige dunkeltürkisblaue Färbung mit 
Diffusion der Farbe in den umliegenden Nährboden sicher erkannt werden. Auch der 
Candida-Ident-Agar ermöglicht aufgrund der verzögerten Farbentwicklung eine farbliche 
Differenzierung von C. africana gegenüber C. albicans. C. krusei kann auf allen 
chromogenen Nährmedien mit Ausnahme von Candida-Ident-Agar mittels seiner typischen 
rauen Morphologie eindeutig bestimmt werden. Eine sichere Identifizierung von 
C. tropicalis erlauben ausschließlich BBL CHROMagar Candida und MAST ID - 
CHROMagar Candida. Alle Candida-Spezies, die nicht genau bestimmt werden können, 
sollten anschließend mithilfe weiterführender Methoden wie Reisagarkultivierung oder 
API ID 32C-Testung differenziert werden. Im Vergleich der chromogenen Nährmedien 
erweist sich CandiSelect 4 als aussagekräftigster Test. Er ermöglicht die eindeutige 
Erkennung von C. africana, C. albicans, C. dubliniensis und C. krusei sowie die 
mutmaßliche Identifizierung von C. glabrata, C. guilliermondii, C. parapsilosis und 
7 Schlussfolgerungen  88 
C. tropicalis. Den geringsten Informationsgewinn bietet chromID Candida, der 
ausschließlich C. krusei sicher erkennt, keinen Farbumschlag bei C. glabrata, C. krusei 
und C. parapsilosis zeigt und die weiteren getesteten Spezies nur mutmaßlich identifiziert. 
BBL CHROMagar Candida, MAST ID - CHROMagar Candida, Candida-Ident-Agar und 
Brilliance Candida bieten verschiedene Vor- und Nachteile, ähneln sich aber bezüglich der 
Gesamtdifferenzierungsrate. 
In Betrachtung aller für diese Untersuchungen genutzten Tests zeigt sich die höchste 
Sensitivität für die ITS-Sequenzierung. Auch die MALDI-TOF MS ist speziell zur 
Erkennung häufig vorkommender Spezies hervorragend geeignet. Diese Methoden 
erlauben jedoch keine Identifizierung von C. africana. Sie ermöglichen eine schnelle, 
jedoch kostenaufwändige Erkennung von Candida-Spezies, bei der keine Vorkultur nötig 
ist, und sollten deshalb vor allem in der Diagnostik systemischer Candida-Infektionen, die 
eines raschen Therapiebeginns bedürfen, zur Anwendung kommen. Die konventionellen 
Methoden der Reisagarkultivierung und API ID 32C-Testung weisen ebenfalls hohe 
Sensitivitäten auf und erlauben zudem eine Erkennung von C. africana. Anzumerken ist, 
dass mit dem API ID 32C-System C. africana nur bei visuellem Ablesen identifiziert 
werden kann. Diese Untersuchungen sind kostengünstiger, aber zeitaufwändiger als 
Sequenzierung und MALDI-TOF MS, da sie eine Vorkultivierung des Erregers 
voraussetzen. Ein Einsatz in der Diagnostik von lokalen Candidosen ist sinnvoll. 
Chromogene Nährmedien sollten in diesem diagnostischen Pfad den ersten Schritt 
einnehmen. Sie eignen sich sehr gut zur Anzucht sowie Identifizierung von Candida-
Spezies und erlauben einen orientierenden Überblick. Gegebenenfalls ist bereits eine 
sichere Identifizierung des Erregers anhand der Färbung möglich. Die weiterführende 
Bestimmung mit Hilfe der Reisagarkultivierung und API ID 32C-Testung ist sinnvoll. 
Zudem ermöglichen chromogene Medien die Detektion von Mischkulturen, was ITS-
Sequenzierung, MALDI-TOF MS, Reisagarkultivierung und API ID 32C-Testung nicht 
können. Dadurch verkürzt sich die Zeitspanne bis zur Diagnosestellung und Laborkosten 
können gespart werden.    
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Tabelle 9.1 Assimilationsmuster verschiedener Candida spp. (Herstellerangaben bioMérieux für 
C. albicans, C. dubliniensis und C. sake, Tietz et al. 2001) im Vergleich mit den Testergebnissen 
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 C. africana C. albicans C. dubliniensis C. tropicalis 
48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 






















































































































































































































































































































































Tabelle 9.2 Sensitivität der verschiedenen Koloniefärbungen auf den untersuchten chromogenen 
Nährmedien nach 48 und 72 Stunden für die getesteten Candida spp. (¹ Sensitivität unter 
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C. glabrata C. guilliermondii C. krusei C. parapsilosis 
48h 72h 48h 72h 48h 72h 48h 72h 




















































































































































































































































































































































Tabelle 9.2 Sensitivität der verschiedenen Koloniefärbungen auf den untersuchten chromogenen 
Nährmedien nach 48 und 72 Stunden für die getesteten Candida spp. (¹ Sensitivität unter 
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